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1.1. BACTERIAS Y BIOFILMS 
Se denominan procariotas a las células que no tienen un núcleo 
diferenciado, por lo que su material genético se encuentra disperso en 
el citoplasma. Casi sin excepción, los organismos basados en células 
procariotas son unicelulares y su representante más genuino son las 
bacterias. Las procariotas representan la forma de vida predominante 
en la Tierra porque, además de ubicuas, son inextinguibles, ya que 
existen en gran número y son muy heterogéneas. Por lo tanto se puede 
afirmar que en realidad “no vivimos en la era del ser humano, sino que 
vivimos en la era de las bacterias” (Gould, 1997). 
 
Hasta hace unos años, cuando una válvula cardíaca, un catéter o 
una prótesis articular se infectaban, se buscaban las causas en el área 
tisular de contacto entre el huésped y el dispositivo. Esta búsqueda 
resultaba a menudo infructuosa, ya que en el estudio histológico no se 
identificaban gérmenes; sin embargo, una vez retirado el dispositivo, la 
infección desaparecía (Barcat, 2005). Además de que las técnicas de 
diagnóstico eran inadecuadas, en aquel momento se desconocía que 
los gérmenes podían adherirse sobre superficies inertes y crecer 
formando colonias, cuya conexión, junto con la matriz extracelular que 
ellos mismos secretan, les confiere unas propiedades que no exhiben 
los elementos bacterianos por separado (Costerton y Stewart, 2001). 
Esta forma de vida de las bacterias recibe el nombre de biopelícula o 
biofilm (en lo sucesivo emplearemos el término biofilm, por su mayor 
difusión en el ámbito científico) y es la más extendida en la naturaleza 
(Barcat, 2005), ya que está presente en la mayor parte de las 
superficies húmedas (Costerton et al, 1999). También es la más 
fructífera en términos de biomasa total, y de variedad y extensión de los 




La mayoría de los microorganismos se encuentran en la 
naturaleza acoplados a superficies sobre las que crecen formando 
biofilms (Marsh, 2005). Estas poblaciones predominan en todos los 
sistemas acuáticos que presenten suficientes nutrientes, 
independientemente del tipo de ecosistema involucrado (Costerton, 
1995). La formación de un biofilm sobre un sistema acuático 
generalmente satisface tres condiciones indispensables: 1. Las 
bacterias metabólicamente activas muestran una gran capacidad para 
adherirse a las superficies. 2. La extensión del biofilm está controlada 
por la cantidad de nutrientes disponibles para la duplicación celular y 
para la formación de la matriz de exopolisacáridos. 3. Las bacterias no 
se adhieren a superficies cuando el ecosistema es pobre en nutrientes. 
 
Los biofilms se forman tanto sobre biotopos artificiales como 
naturales, desde la superficie de las rocas que se asientan en las orillas 
de los ríos, hasta el casco de los barcos en contacto directo con el agua, 
pasando por las lentes de contacto o la placa dental (Figura 1) (Slavkin, 
1997). Ésta última representa probablemente la expresión de biofilm 
más estudiada de todas las que se han descrito en el ser humano, 
desde que en el siglo XVII un comerciante textil llamado Antoni van 
Leeuwenhoek, observó por primera vez unos “animalículos” en los 
restos orgánicos que cubrían la superficie de sus propios dientes. La 
necesidad de disponer de mejores lupas para controlar la calidad de las 
telas, impulsó a Leeuwenhoek a desarrollar un artefacto que resultó un 
prototipo de microscopio. A partir de ese momento comenzó a observar 
todo lo que le rodeaba: sangre, saliva, agua estancada, fibras 
musculares, vasos sanguíneos, e incluso llegó a describir con precisión 
algunas estructuras como los glóbulos rojos y los espermatozoides 
humanos. Dedicó largas horas a la observación y estudio de los 
“animalículos”, llegando a representarlos con dibujos minuciosos e 
incluso a clasificarlos en tres tipos: bacilos, cocos y espirilos. Él fue 
probablemente el primero en describir el biofilm que hoy conocemos 
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como “placa dental” y sus propiedades básicas de resistencia (Slavkin, 
1997): observó que el vinagre interrumpía el movimiento de los 
“animalículos” extraídos de su boca (ex vivo), mientras que al 
enjuagarse con vinagre no encontraba el mismo efecto en las muestras 
tomadas posteriormente (in vivo). 
 
 
Figura 1. Imagen del biofilm bacteriano acumulado sobre la superficie del 
esmalte dentario (placa dental), obtenida con microscopía electrónica de 
barrido. Tomada de Wellcome Images.ac.uk (referencia 0037). 
 
Entre las principales aportaciones posteriores destacan los 
trabajos de Black sobre “las placas gelatinosas de microbios del diente” 
y sus efectos sobre el esmalte subyacente (Black, 1898) y los de Zobell 
sobre el patrón de crecimiento preferentemente sésil de los 
microorganismos (Zobell, 1943). Ya en la década de los 60, Gibbons y 
Banghart reintrodujeron el concepto de formación de placa y su matriz 
extracelular en relación con las enfermedades orales (Gibbons y 
Banghart, 1967), y en 1976, Marshall reveló la participación de fibras 
muy finas de polímeros extracelulares que anclaban las bacterias a las 




Pero la teoría general sobre la ubicuidad de los biofilms y su 
descripción no fue promulgada hasta 1978 por el grupo de William 
Costerton (Costerton et al, 1978). Ellos fueron los primeros en señalar 
que las bacterias que coexisten formando biofilms constituyen el 
principal componente de la biomasa bacteriana presente en muchos 
hábitats. Además, al analizar la gran resistencia de las estructuras que 
formaban las Pseudomonas sobre las rocas de los arroyos, intuyeron 
que eso mismo ocurría en los catéteres, sugiriendo que los biofilms 
podrían tener importancia en la etiopatogenia de muchas enfermedades 
humanas. Según Costerton et al (Costerton et al, 1978), la mayor parte 
de las bacterias crecen en biofilms, rodeadas de una matriz constituida 
por polisacáridos y adheridas a las superficies, en ecosistemas 
acuáticos con suficientes nutrientes, subrayando además las diferencias 
existentes entre las bacterias sésiles y las planctónicas (Costerton et al, 
1978). 
 
Hoy sabemos que los biofilms representan la forma de asociación 
preferida por las bacterias, ya que éstos les proporcionan un entorno 
más seguro, y les ayudan a sobrevivir y crecer en ambientes más 
hostiles (Costerton et al, 1999). Sin embargo, durante mucho tiempo no 
fue el hábitat en el que la mayoría de los clínicos e incluso los 
microbiólogos imaginaban a las bacterias, que presumiblemente vivían 
como entidades microbianas individuales y aisladas (Slavkin, 1997). No 
fue hasta las décadas de los 80 y los 90 cuando se constató 
definitivamente que las asociaciones bacterianas estaban organizadas 
de una forma tan elaborada (Lawrence et al, 1991).  
 
Si introducimos en Google (el buscador más utilizado en internet) 
el término biofilm, se encuentran nada más y nada menos que 
1.810.000 resultados, y 306.000 si limitamos la búsqueda a bacterial 
biofilm (actualizado el 1 de Febrero de 2011). En Pubmed (un motor de 
búsqueda de libre acceso a la base de datos MEDLINE), en la misma 
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fecha, introduciendo la palabra biofilm encontramos 14.711 referencias 
y al introducir la expresión bacterial biofilm el resultado fue de 8.754. 
 
En 1999, en un artículo publicado en la revista Science, 
Costerton et al apuntaron que un 65% de las enfermedades del mundo 
desarrollado estaban ocasionadas por biofilms (Costerton et al, 1999). 
Unos años más tarde, en 2004, el National Institute of Health (NIH) 
destacó la gran importancia clínica de los biofilms, al afirmar que podían 
explicar más del 80% de las infecciones del cuerpo humano.  
 
Se ha confirmado que los biofilms están implicados en procesos 
infecciosos que comparten características clínicas: son crónicos, de 
evolución tórpida, presentan síntomas también de forma gradual y son 
difíciles de erradicar con el tratamiento antibiótico convencional. Se 
desarrollan preferiblemente sobre superficies inertes (dispositivos 
terapéuticos) o sobre tejido necrótico, aunque también pueden 
desarrollarse sobre tejidos vivos, como en el caso de la endocarditis. 
Estas infecciones son tan resistentes, que incluso los individuos que 
conservan indemnes sus mecanismos de respuesta inmunológica 
celular y humoral son incapaces de resolverlas. El tratamiento con 
antibióticos normalmente revierte los síntomas provocados por las 
células planctónicas, pero fracasa en el intento de destruir al biofilm. En 
consecuencia, estas infecciones suelen tener un carácter recurrente, y 
suelen precisar de diferentes ciclos de terapia antibiótica hasta que la 
comunidad bacteriana que puebla el biofilm es eliminada definitivamente 
(Costerton et al, 1999). 
 
Se atribuyen a biofilms bacterianos múltiples infecciones que 
afectan a tejidos duros y blandos de la cavidad oral (como la caries y la 
periodontitis), al oído medio (como la otitis), al sistema músculo-
esquelético, al tracto gastrointestinal y urogenital, y a los ojos. Otras 
enfermedades como la fibrosis quística, la endocarditis infecciosa o la 
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osteomielitis, y un gran grupo de infecciones nosocomiales que se 
asocian a catéteres de diálisis, a la administración de agentes 
quimioterápicos, a prótesis valvulares cardíacas, a suturas percutáneas, 
a dispositivos de fijación interna o a intubación traqueal, también se 
atribuyen a biofilms bacterianos. Como ya hemos señalado, estos 
microorganismos que conforman biofilms tienden a ser mucho más 
resistentes a los agentes antimicrobianos y hacen que sea mucho más 
difícil para el sistema inmunológico del huésped desarrollar una 
respuesta apropiada (Hall-Stoodley y Stoodley, 2009). 
 
Costerton et al (Costerton et al, 1999) definieron el biofilm como “la 
comunidad estructurada de células bacterianas rodeadas por una matriz 
polimérica producida por ellas mismas, y adheridas a una superficie 
inerte o activa”. Posteriormente, Donlan y Costerton (Donlan y Costerton, 
2002) propusieron la siguiente definición: “un biofilm es una comunidad 
bacteriana sésil inmersa en un medio líquido, caracterizada por 
bacterias unidas de forma irreversible bien a un sustrato o interfase, o 
bien entre sí, que se encuentran embebidas en una matriz de la 
sustancia polimérica extracelular producida por ellas mismas, y que 
exhiben un fenotipo alterado con respecto al índice de crecimiento y a la 
expresión de sus genes”. Esta definición, a diferencia de las anteriores, 
que no tenían en cuenta el fenotipo del biofilm, establece las 
propiedades del biofilm y por lo tanto se considera más completa. Las 
poblaciones bacterianas que forman una matriz y crecen sobre una 
superficie no constituyen necesariamente un biofilm. Por ejemplo, las 
bacterias que crecen sobre una placa de agar se comportan como 
células planctónicas varadas en una superficie y no muestran ninguna 
de las características inherentes a los verdaderos biofilms. 
 
El biofilm representa el hábitat preferente de las bacterias (Marsh y 
Bradshaw, 1995) e implica la formación de una comunidad microbiana 
compleja que posee: 1) un sistema de homeostasis y circulatorio 
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primitivos -su principal componente es el agua (Hope y Wilson, 2003)-; 2) 
una cooperación metabólica; y 3) una capacidad de reacción de las 
células a su entorno, que hace que las bacterias que constituyen un 
biofilm difieran mucho de las planctónicas, aun siendo de la misma 
especie (Costerton et al, 1995). Además de variaciones en su fenotipo, 
las bacterias que crecen en biofilms difieren con respecto a las que 
están en suspensión en cuanto a su actividad enzimática, a la 
composición de la pared celular y a la estructura de la superficie. Todo 
ello implica alteraciones en la susceptibilidad a los agentes 
antimicrobianos (Costerton et al, 1987), que también estaría 
condicionada por los distintos ritmos de metabolismo bacteriano, las 
diferentes localizaciones dentro del biofilm y la inhibición por parte de la 
matriz de la difusión de los agentes antimicrobianos (Costerton y 
Lewandowski, 1997). 
 
Se ha sugerido que las bacterias que conforman un biofilm 
presentan un fenotipo distinto al de sus equivalentes planctónicas y que 
organizadas de esta manera pueden llegar a ser hasta 250-500 veces 
más resistentes a un determinado antimicrobiano (Costerton et al, 1995; 
Pratten y Wilson, 1999).  
 
1.2. EL BIOFILM ORAL 
 
1.2.1. Concepto 
En la boca, los biofilms se desarrollan espontáneamente sobre las 
superficies de los dientes, prótesis, implantes dentales y sobre el 
epitelio oral (Slavkin, 1997). Debido a diferencias en los nichos 
ecológicos inherentes a las diversas localizaciones intraorales, la 
microflora que coloniza la superficie de las mucosas difiere en su 
composición con respecto a la que integra la placa dental (Marsh, 1994). 
Ésta se define como una comunidad microbiana compleja que crece en 
forma de biofilm sobre la superficie del esmalte dentario (Li et al, 2004). 
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Está constituida por microorganismos embebidos en una matriz 
extracelular compuesta por polímeros de origen bacteriano y del propio 
huésped (Scheie, 1994; Marsh, 2004). Aunque se han involucrado más 
de 500 especies bacterianas en la placa dental (Kolenbrander et al, 
2002; Foster y Kolenbrander, 2004), en trabajos recientes, aplicando 
técnicas de biología molecular, se han identificado hasta 1000 especies 
bacterianas diferentes (ten Cate, 2006). Por lo tanto, al hablar de placa 
dental, nos referimos a un biofilm adherente que se forma sobre todos 
los tejidos intraorales duros y blandos, que representa el principal 
agente etiológico de la caries y de la enfermedad periodontal (Fine, 
1988). 
 
La placa dental se considera un modelo especializado de biofilm 
microbiano, similar al que se desarrolla sobre diferentes superficies en 
muchos sistemas con un ambiente acuático (McHugh, 1999). La 
compacta disposición de las bacterias lo convierten en uno de los 
nichos ecológicos más prometedores para analizar tanto el 
comportamiento como las propiedades biológicas y fisiológicas del 
biofilm (Slavkin, 1997). En este sentido, se ha demostrado que el 
comportamiento de la placa dental se corresponde con el de un biofilm 
clásico (Socransky y Haffajee, 2002; Marsh, 2004) y que muchas de sus 
propiedades son comunes a las de cualquier otro biofilm existente en la 
naturaleza (Haffajee y Socransky, 2006; ten Cate, 2006).  
 
En los biofilms dentales, al igual que en otros ecosistemas ricos en 
nutrientes, la mayoría de las células que los conforman son miembros 
de un consorcio en el que la yuxtaposición con células cooperadoras 
facilita las actividades metabólicas, ya que éstas proporcionan 
nutrientes adecuados y/o eliminan los productos de desecho (Costerton 
y Lewandowski, 1997). Las bacterias orales no existen como entidades 
independientes, y de hecho funcionan de una manera coordinada, 
organizadas en el espacio y totalmente integradas metabólicamente en 
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una comunidad. De esta forma, la “comunidad oral” adquiere unas 
propiedades bacterianas superiores a las que tendría la suma de las 
especies que la componen (Marsh, 2004). Estas especies compiten y 
cooperan en busca del establecimiento de una comunidad ideal 
(Kolenbrander et al, 2002).  
 
Una vez formada, la placa dental se mantiene estable; esta 
estabilidad denominada homeostasis microbiana, es el resultado de un 
balance dinámico en las interacciones microbianas de sinergismo y 
antagonismo (Sanders y Sanders, 1984). La homeostasis se puede 
alterar, produciéndose cambios en la composición de la microflora que 
podrían inducir la aparición de la enfermedad (Marsh, 1994). La flora 
residente en un biofilm estable tiene una función de protección frente a 
especies exógenas (McFarland, 2000) y por ello el tratamiento para 
combatir la placa va más encaminado a controlarla que a eliminarla por 
completo (Marsh, 1994). La secuencia de crecimiento del biofilm 
protege a las bacterias adheridas frente a los ataques ambientales. 
Consecuentemente, los componentes activos de un enjuague 
antimicrobiano deben penetrar en la placa para alcanzar a las bacterias 
adheridas en los estadios iniciales de su formación, ya que son las que 
unen la masa de placa a la superficie del esmalte (Landa et al, 1997). 
 
1.2.2. Formación 
La formación del biofilm es un proceso biológico complejo, que implica 
la adhesión, separación y proliferación de las bacterias en contacto con 
diferentes superficies (Rozen et al, 2001). En sus etapas iniciales, las 
bacterias sésiles mantienen una relación estable con células de su 
misma especie o de otras especies, constituyendo  microcolonias uni- o 
polibacterianas. Esta interconexión bacteriana y la producción de la 
matriz de exopolisacáridos condicionan el microambiente de cada 
biofilm. En respuesta a las circunstancias microambientales específicas, 
las bacterias de los distintos biofilms presentan diferentes patrones de 
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crecimiento y desarrollan gradualmente un biofilm maduro cada vez más 
complejo (Costerton et al, 1995). 
 
La información de que disponemos sobre las complejas fases 
iniciales de la colonización microbiana de las superficies dentarias es 
limitada, particularmente en relación a las especies menos comunes. El 
estadio inicial implica la adsorción de determinadas especies 
microbianas, presentes en la cavidad oral, a la película de proteínas que 
recubre la superficie del diente, también conocida como película 
adquirida del esmalte (Yao et al, 2003). Los colonizadores pioneros son 
muy importantes porque, una vez adheridos al diente, aportan un 
sustrato de unión a los siguientes colonizadores y/o modifican las 
condiciones ambientales, determinando así las fases subsiguientes de 
formación del biofilm. Son, por lo tanto, una pieza clave en la sucesión 
microbiana que se produce en los biofilms dentales, porque en último 
caso determinarán la salud o la enfermedad oral (Li et al, 2004). 
 
Existen dos interacciones físicas que tienen un papel 
especialmente relevante en la formación del biofilm y que están 
mediadas por reacciones intercelulares comunes: la coagregación y la 
coadhesión (Foster y Kolenbrander, 2004). La coagregación es el 
reconocimiento entre bacterias genéticamente diferentes -incluso de 
distintas especies- que coexisten en una suspensión planctónica, a 
través de determinadas moléculas de superficie. La coadhesión se 
refiere al reconocimiento mutuo entre una célula planctónica y otra que 
está unida a una superficie. El desarrollo de biofilms multiespecies está 
condicionado por las coagregaciones que se forman en la fase 
planctónica. Además, algunas bacterias coagregadas -como 
determinados Streptococcus-, se adaptan especialmente a la 
colonización primaria de las superficies acondicionadas por la saliva, 
favorecen la agregación de otras especies bacterianas y facilitan las 
relaciones simbióticas (Foster y Kolenbrander, 2004).   
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 En la formación del biofilm se van sucediendo cambios 
secuenciales a medida que diferentes especies bacterianas se van 
adhiriendo y creciendo. Con la adhesión de cada nuevo tipo celular, 
nace una nueva superficie que favorece la adhesión de otras bacterias, 
resultando en una progresión de superficies y de cambios, 
concomitantes a la heterogeneidad de las especies. Debido a esta 
dinámica de crecimiento y adhesión, las poblaciones bacterianas de la 
cavidad oral están siempre sometidas a un constante cambio, que 
confirma la existencia de comunicación inter- e intraespecies 
(Kolenbrander et al, 2002).  En el proceso de formación de un biofilm 
dental se diferencian 5 fases (Bernimoulin, 2003; Marsh, 2004; Rozen et 
al, 2001), que se detallan a continuación: 
 
1. Adsorción selectiva a la superficie del diente de moléculas del 
huésped y de constituyentes bacterianos 
Se constituye de esta manera la “película adquirida” -recubrimiento 
acelular de la superficie del esmalte- compuesta principalmente por 
elementos presentes en la saliva, como mucina, glicoproteínas y 
proteínas con un elevado contenido en prolina, histidina, enzimas y 
proteínas fosfatadas (Frías y Alsina, 2001), que van a promover la 
adherencia posterior de moléculas y células bacterianas, ya que 
constituyen una fuente importante de receptores para los colonizadores 
primarios (Kolenbrander et al, 2002). Además de proteínas, la película 
adquirida incluye constituyentes bacterianos, como fructosiltransferasa o 
glucosiltransferasa, que sintetizan los exopolisacáridos. 
 
2. Adhesión de microorganismos pioneros a la superficie del diente 
La adhesión de bacterias a una superficie representa un primer paso 
fundamental para la formación de un biofilm (Socransky y Haffajee, 
2002). Se consideran microorganismos pioneros fundamentalmente dos 
géneros bacterianos: Streptococcus spp. y Actinomyces spp. 
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(Kolenbrander, 2000). Los Streptococcus spp. suponen el 60-90% de 
las bacterias que colonizan el diente en las primeras 4 horas después 
de efectuar una remoción mecánica profesional de la placa, y dentro de 
este género destacan los mitis, sanguinis, oralis y gordonii 
(Kolenbrander et al, 1999). También se consideran colonizadores 
pioneros: Capnocytophaga spp., Eikenella spp., Haemophilus spp., 
Prevotella spp. y Veillonella spp. (Kolenbrander et al, 2002). El 
ensamblaje entre estas bacterias pioneras y la película salival que 
recubre la superficie del esmalte se denomina “película de unión” 
(Busscher et al, 1995). Al destruirse esta biopelícula por la penetración 
de detergentes, solos o en combinación con actividades mecánicas  
(como las inherentes a la masticación, el habla, la deglución o el 
cepillado dentario), la placa adherida se desprende y deja al descubierto 
una superficie de esmalte limpia (Landa et al, 1997). 
 
3. Coadhesión de colonizadores tardíos a colonizadores pioneros 
Con la aparición de estructuras morfológicas inusuales se incrementa la 
biodiversidad del biofilm (Kolenbrander et al, 2000), lo que va a facilitar 
la organización funcional de la placa dental. Tanto en la fase de 
adhesión como en la de coadhesión, las bacterias de la flora oral utilizan 
polisacáridos como puntos de unión (Bowden y Li, 1997). A medida que 
la placa va madurando, la población de microorganismos Gram-
negativos aumenta regularmente (Landa et al, 1997). Se considera que 
Fusobacterium nucleatum es una especie bacteriana -aunque no la 
única- a caballo entre los colonizadores pioneros y los tardíos, porque 
puede coadherirse tanto a unos como a otros, ejerciendo una función de 
puente entre ellos. Esta característica justifica la omnipresencia de esta 
bacteria, tanto en condiciones de salud como de enfermedad. Los 
puentes de coadhesión son auténticos mecanismos de cooperación, 
porque permiten la unión de dos especies que habitualmente no 




4. Multiplicación de los microorganismos adheridos 
La división celular persigue la consecución de un biofilm mixto, 
espacialmente organizado y funcional. Es en este momento en el que se 
produce la coagregación con otras especies bacterianas. Esta 
asociación no es aleatoria, sino que existen sociedades específicas 
dentro del mismo biofilm (Socransky y Haffajee, 2002). También en esta 
fase se conforma definitivamente la compleja matriz extracelular, 
constituida fundamentalmente por componentes salivales y una 




Figura 2. Fases de la formación del biofilm dental: 1- Colonización inicial. 2- 
Producción de matriz extracelular de exopolisacáridos. 3- Coagregación. 4- 
Multiplicación y maduración. Modificado de Costerton y Stewart. Sci American 2001. 
 
5. Estabilidad y desprendimiento (Figura 3) 
En esta última fase, el biofilm es mucho más estable en relación con el 
ambiente que lo rodea. Por último, las bacterias adheridas, en respuesta 
a los estímulos ambientales, tienen la posibilidad de desprenderse y 
colonizar nuevos hábitats (Socransky y Haffajee, 2002). El 
desprendimiento de células aisladas o de porciones de biofilm favorece 
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Figura 3. Biofilm maduro. Fase de estabilidad y desprendimiento. Modificado de 
Costerton y Stewart. Sci American 2001. 
 
1.2.3. Estructura y composición 
Con ayuda del microscopio confocal se ha demostrado que los biofilms 
generados in vitro, tanto mono- como polibacterianos, están 
generalmente constituidos por microcolonias bacterianas y por matriz 
extracelular. Tienen forma de torres o de setas envueltas en una matriz 
densa de exopolisacáridos, surcada por canales abiertos de agua que 
permiten el paso de nutrientes y la salida de desechos (Costerton y 
Lewandowski, 1997; Donlan y Costerton, 2002; Stewart, 2003; Barcat, 
2005) (Figura 4). En este tipo de biofilms se distinguen dos regiones 
bien diferenciadas: la base y la superficie. La base la componen células 
firmemente empaquetadas en una capa que recubre la superficie del 
sustrato. La superficie está en contacto con la fase líquida; en esta zona 
las células están menos empaquetadas y existe una mayor proporción 
de líquido que en la zona basal. La topografía de esta región es irregular 
y está atravesada por canales de agua. Los biofilms presentan además 
huecos y estructuras columnares (“el tronco de los árboles” o “el pie de 
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las setas”), que protruyen de la superficie y que en la literatura 




Figura 4. Heterogeneidad de la estructura del biofilm: a- Colonias bacterianas. 
b-Huecos en la matriz extracelular. c- Prolongaciones serpentiformes. d- Fase 
líquida. e- Canales de agua. Modificado del “Center for Biofilm Engineering” de la 
Universidad de Montana. 
 
La estructura que hemos descrito corresponde a un biofilm de 
características típicas, pero puede modificarse por factores como la 
composición y la estructura del sustrato. En 1991, Lawrence et al 
(Lawrence et al, 1991) definieron como “arquitectura del biofilm” un 
patrón delimitado espacialmente y compuesto por una distribución 
variable de: células y agregados celulares (con polímeros 
extracelulares), huecos y canales de agua, que pueden ser continuación 
de la gran masa de fase líquida. Estos canales de agua tienen la 
capacidad de transportar solutos hacia y desde las profundidades del 
biofilm, pero no garantizan el acceso al interior de los grupos celulares 
(Stewart, 2003). La arquitectura del biofilm, especialmente la de las 
regiones más externas, tiene una importante influencia en su interacción 
con el ambiente local, sobre todo en el flujo de materiales y, como 








esta arquitectura puede alterar la transferencia de masa líquida al 
conjunto del biofilm y puede facilitar el acceso a los agentes 
terapéuticos (Robinson et al, 2006). 
 
La arquitectura de microcolonias y canales de agua de los biofilms 
sugiere la posibilidad de una estructura heterogénea dentro de estas 
comunidades microbianas complejas (ten Cate, 2006). Las bacterias de 
una determinada microcolonia tienen un cierto grado de homeostasis, 
relaciones espaciales opcionales con organismos cooperativos y un 
medio efectivo de intercambio de nutrientes y metabolitos con la gran 
masa de fase fluida (Costerton et al, 1995). El acceso a los nutrientes y 
la recogida de productos de desecho dependen de la posición de una 
determinada bacteria en el interior del biofilm, cuya estructura 
heterogénea proporciona “micronichos personalizados” que hacen 
posible una buena convivencia entre bacterias muy distintas 
fisiológicamente (Costerton y Lewandowski, 1997). Mientras las 
bacterias planctónicas tienen esencialmente relaciones transitorias con 
otras células, las que conforman los biofilms viven en comunidades 
microbianas en las que la disponibilidad de nutrientes depende en parte 
de la actividad metabólica de sus células vecinas (Costerton et al, 1994). 
Cada microcolonia debe definir su tamaño, interrumpiéndose la división 
celular -regulada por quorum sensing- en el momento en el que se 
alcanza el tamaño óptimo desde un punto de vista fisiológico (Fuqua et 
al, 1994). 
 
La matriz del biofilm está compuesta fundamentalmente por 
material polimérico sintetizado por las bacterias que lo constituyen, 
aunque también puede contener proteínas, ácidos nucleicos, restos de 
plaquetas, sales minerales, fibrina y calcio. Su importancia radica no 
sólo en que proporciona integridad estructural, sino que también es 
activa biológicamente, pudiendo retener nutrientes, agua y 
determinadas enzimas (Marsh, 2005), y desempeña un papel primordial 
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en términos de resistencia a agresiones externas (Marsh, 2004). 
Generalmente está compuesta por exopolisacáridos, proteínas o ambos. 
Los exopolisacáridos son fundamentales para el desarrollo del biofilm, 
ya que las bacterias los utilizan para adherirse, por lo que de ellos 
depende la integridad de todo el conjunto (Costerton y Lewandowski, 
1997; Socransky y Haffajee, 2002). A medida que el biofilm madura, hay 
una síntesis continua de exopolímeros, que posteriormente serán los 
encargados de conformar la matriz (Marsh, 2005). Paradójicamente, los 
polisacáridos también pueden condicionar las alteraciones del biofilm y 
participar en su desaparición, ya que ambas situaciones pueden estar 
ocasionadas por alteraciones o pérdidas de estos componentes de la 
matriz (Socransky y Haffajee, 2002). Los exopolisacáridos exhiben otras 




Además de tener la capacidad de atrapar nutrientes del medio y de 
brindárselos a distintas especies dentro del biofilm, algunos 
exopolisacáridos producidos por determinadas bacterias también sirven 
directamente de nutrientes para otras microcolonias. 
 
2. Retirada de desechos 
Favorecen el desarrollo bacteriano eliminando desechos del medio. 
 
3. Adhesión 
La capacidad de adhesión de los exopolisacáridos favorece a su vez la 
adhesión de las bacterias a distintas superficies. 
 
4. Protección 
Protegen a las bacterias evitando su desecación y limitando la acción de 




Los canales y poros, al igual que en otros biofilms naturales, se 
han descrito en la placa dental, y por lo tanto constituyen una parte 
integral de su estructura (Wood et al, 2000; Zaura-Arite et al, 2001). 
Estos canales suelen estar tapizados por material celular muerto y 
rodeados a su vez por microorganismos vivos, lo que significaría que 
éstos últimos tienen acceso directo a los nutrientes que difunden a 
través de dichos canales (Socransky y Haffajee, 2002), y además están 
protegidos de la acción directa antibacteriana del ambiente (Auschill et 
al, 2001). La mayor fuente de los nutrientes que difunden por los 
canales del biofilm y que sirven de alimento a las bacterias orales son 
los sustratos endógenos, derivados de la saliva y del fluido crevicular 
(Beighton et al, 1986). Los canales se consideran el primer nivel en 
términos de entrada de nutrientes, salida de desechos celulares y 
penetración de agentes antimicrobianos. El proceso predominante para 
el transporte de solutos en el interior de los grupos bacterianos es la 
difusión simple (Stewart, 2003). Los poros y los conductos más 
pequeños que abastecen los agregados celulares pueden estar 
ocupados por exopolisacáridos y representan el segundo nivel. Estos 
conductos no tienen por qué estar necesariamente conectados con los 
canales de agua. En el tercer nivel, los agregados celulares y los 
exopolisacáridos asociados pueden incluso dificultar la difusión 
(Costerton et al, 1995). 
 
Existe una relación fundamental entre la estructura del biofilm y su 
función in situ (Costerton et al, 1995). La estructura y el comportamiento 
regulan la aparición de patología, por lo que el desarrollo de terapias 
efectivas dependerá directamente de la propia arquitectura del biofilm. 
Los microorganismos que forman parte de un biofilm, además de 
establecer un contacto por proximidad física, también establecen una 
cooperación en el ámbito fisiológico, facilitando la transferencia de 
sustratos de un microorganismo a otro y la cooperación metabólica 
(Wolfaardt et al, 1994). Como consecuencia, los biofilms presentan una 
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gran resistencia a los antibacterianos orales, mucho mayor que la que 
ostentan las bacterias planctónicas (Wilson, 1996; Gilbert et al, 1997). 
 
1.2.4. Propiedades 
Resistencia a antimicrobianos 
La reducida susceptibilidad de las bacterias del biofilm a los agentes 
antimicrobianos en comparación con sus equivalentes planctónicas es, 
sin lugar a dudas, la propiedad más relevante y característica de 
muchos biofilms naturales (Larsen y Fiehn, 1996; Wilson, 1996; Gilbert 
et al, 1997; Wood et al, 2000; Fine et al, 2001; Auschill et al, 2001; Mah 
y O’Toole, 2001), incluida la placa dental (Marsh y Bradshaw, 1993; 
Kinniment et al, 1996b; Pratten y Wilson, 1999). Aunque se ha sugerido 
que esta diferencia en la resistencia antimicrobiana es consecuencia 
tanto de la organización estructural del biofilm como de su patrón 
alterado de expresión genética (Gilbert et al, 1997; 2002), se han 
barajado diversas hipótesis para explicar este fenómeno: 
 
1. Estructura de los biofilms bacterianos 
Las interacciones que existen entre los exopolisacáridos de la matriz, 
sus constituyentes y los antimicrobianos, comprometen la eficacia de 
éstos últimos (Gilbert et al, 1997). El comportamiento de las bacterias 
frente al antimicrobiano depende de otros muchos factores, como la 
densidad de las microcolonias o la relación entre células y matriz (Wood 
et al, 2000).  
 
2. Capacidad de penetración de los agentes antimicrobianos  
El conocimiento de la cinética del transporte de masas dentro de los 
biofilms es esencial para entender cómo adquieren su arquitectura 
característica, y para optimizar las estrategias que permitan su control y 
erradicación (Thurnheer et al, 2003). Se sabe que los polímeros de la 
matriz retardan la difusión de los antibióticos (Costerton et al, 1999) y 
que los solutos, en general, difunden a menor velocidad dentro de los 
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biofilms que en el agua (Stewart, 1998). Se ha sugerido que la copiosa 
matriz extracelular protege a las bacterias, impidiendo la penetración del 
agente antimicrobiano mediante interacciones iónicas o por reacciones 
químicas entre el polímero y el agente. El proceso de interacciones 
iónicas recibe el nombre de teoría de la  difusión-reacción y obedece a 
que la matriz está cargada negativamente, mientras que el agente 
antimicrobiano lo está positivamente. La difusión de nutrientes y gases a 
través del biofilm es determinante en la fisiología de las bacterias 
adheridas (Rozen et al, 2001). Se ha demostrado que un coeficiente de 
difusión bajo origina condiciones de estrés en el biofilm, disminuyendo 
el crecimiento bacteriano y dando como resultado un biofilm con menos 
potencial en la formación de caries. En este sentido, se ha especulado 
que el agente se uniría a los microorganismos de la superficie del 
biofilm e inhibiría su crecimiento y proliferación, sin afectar a las células 
de las zonas más profundas (Marsh, 2005). También es importante 
tener en cuenta la composición química de la matriz, así como las 
propiedades físico-químicas del agente antimicrobiano, aunque esta 
hipótesis ha sido desplazada por la de las “diferencias fenotípicas”, que 
comentaremos más adelante. 
 
3. Ritmo de crecimiento de las bacterias que forman el biofilm 
Según Brown et al (Brown et al, 1988), los biofilms tienen un ritmo de 
crecimiento muy lento, presumiblemente debido al microambiente del 
propio biofilm, consecuencia de la gran densidad celular. Se ha 
señalado que las bacterias que crecen despacio o que no crecen, son 
poco susceptibles a muchos agentes antimicrobianos (Costerton et al, 
1999). 
 
4. Edad del biofilm 
Existen trabajos en los que la edad del biofilm también se considera un 
factor que proporciona resistencia a los agentes antimicrobianos. En 
este sentido, Millward y Wilson (Millward y Wilson, 1989) demostraron 
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que los biofilms maduros (72 h) eran más resistentes a la acción de la 
clorhexidina que los más jóvenes (24 h). 
 
5. Influencia de los factores medioambientales sobre el agente 
antimicrobiano 
Se ha planteado que la matriz podría atrapar enzimas neutralizadoras 
que inactivan antibióticos -como las ! -lactamasas-, con lo que 
aumentaría su concentración local y se reduciría la susceptibilidad de 
las bacterias planctónicas. Además, se ha insinuado que el 
microambiente de las profundidades del biofilm podría no ser favorable 
a la acción de determinados fármacos (Gilbert et al, 2002). 
 
6. Expresión genética alterada de los biofilms 
Las bacterias que crecen formando parte de un biofilm, presentan un 
fenotipo más resistente frente a los antimicrobianos -ya sea como 
resultado del contacto directo con una superficie o como respuesta a la 
heterogeneidad del ambiente local-, y esta resistencia se mantiene 
incluso cuando se desprenden del biofilm (Socransky y Haffajee, 2002). 
Dada la trascendencia de esta característica, se desarrolla más 
detalladamente a continuación.  
 
Expresión genética alterada de los biofilms 
Una célula bacteriana planctónica de un cultivo puro monoespecie es 
fenotípicamente muy diferente de una bacteria con el mismo genotipo 
que crece en un biofilm, como también serán muy diferentes sus 
actividades metabólicas, sus propiedades de adhesión y su sensibilidad 
a los agentes antibacterianos (Costerton y Lewandowski, 1997).  
 
Costerton et al y Gilbert et al (Costerton et al, 1995; Gilbert et al, 
1997) confirmaron que las bacterias son capaces de intuir la presencia 
de una superficie a la que unirse y, como consecuencia ello, activan 
genes/operones que le confieren un fenotipo específico de adhesión. En 
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ese momento, la división celular y la síntesis de exopolisacáridos 
promueven el desarrollo de microcolonias anexas a un limo denso y 
adheridas a la superficie colonizada (Gilbert et al, 1997). 
 
La inducción o la contención de la expresión genética en los 
microorganismos que constituyen un biofilm, así como la transferencia 
de genes resistentes, pueden dar lugar a un fenotipo menos susceptible 
frente a un determinado agente antimicrobiano (Wilson, 1996; Marsh, 
2005). En la actualidad éste se considera el principal factor de 
resistencia a los antimicrobianos (Costerton y Lewandowski, 1997). La 
plasticidad en la estructura y la fisiología de las bacterias les permite 
llevar a cabo respuestas fenotípicas muy rápidas, no sólo cuando se 
altera la disponibildad de nutrientes o su ritmo de crecimiento, sino 
también ante cambios de temperatura, pH y sucesivas exposiciones a 
concentraciones no efectivas de antibióticos. Estas respuestas pueden 
incluir modificaciones en algunos componentes celulares (incluyendo 
proteínas o fosfolípidos asociados a la membrana celular), y en la 
producción de enzimas extracelulares y polisacáridos (Gilbert et al, 
1997). 
 
Comunicación entre bacterias 
La comunicación entre microorganismos es esencial para iniciar la 
colonización y posterior formación del biofilm sobre las superficies del 
esmalte dentario y la mucosa oral (Kolenbrander et al, 2002). En el caso 
de la placa dental, la diversidad existente en la microflora oral y la 
capacidad que tienen las bacterias de interactuar entre ellas, confirma la 
propuesta de que las bacterias orales no existen como entidades 
independientes, sino que funcionan de forma coordinada, organizadas 
espacialmente e integradas en una comunidad microbiana (Marsh y 
Bradshaw, 1999). Las bacterias que conforman un biofilm se comunican 
entre sí, bien por medio de señales químicas -transducción de 
estímulos- sintetizadas y secretadas por ellas mismas (Jayaraman y 
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Wood, 2008) o bien intercambiando material genético -mediante la 
transferencia horizontal de genes- (Marsh, 2005).  
 
Los sistemas de transducción de estímulos promueven, mediante 
la acumulación de determinados compuestos de señalización, 
reacciones en cascada que inducen o inhiben la transcripción de genes, 
regulando la expresión genética de forma coordinada (Scheie y 
Petersen, 2004; Serrano-Granger y Herrera, 2005). Como consecuencia 
de esta comunicación interespecies y de la expresión genética, la 
organización espacial va cambiando con el tiempo (Kolenbrander et al, 
2002). Los principales representantes de este mecanismo de 
transducción son el sistema de dos componentes y el quorum sensing.  
 
En el sistema de dos componentes, el estímulo externo es 
detectado por el receptor transmembrana histidín-quinasa, que 
posteriormente cataliza una autofosforilación intracelular ATP-
dependiente. El resultado final es la activación o la inhibición de genes 
(Scheie y Petersen, 2004). Se ha constatado su existencia en bacterias 
Gram-positivas y Gram-negativas, desempeña un papel importante en 
la transducción de estímulos y actúa como un sensor fundamental para 
la adaptación al entorno biológico del biofilm.  
 
En el quorum sensing la comunicación entre bacterias se lleva a 
cabo a través de la difusión de pequeñas moléculas-señal denominadas 
autoinductores (Marsh, 2004) (Figura 5), que generalmente son 
altamente específicas (Scheie y Petersen, 2004). Su concentración está 
condicionada por la densidad celular, ya que la percepción de la señal 
ocurre a una concentración umbral (Kolenbrander et al, 2002). Cuando 
hay pocas células la producción de moléculas de señalización es 
escasa, pero cuando aumenta la densidad celular también se 
incrementa la autoinducción (Scheie y Petersen, 2004). En el momento 
en el que las moléculas-señal alcanzan el nivel umbral, se activa la 
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expresión genética (Socransky y Haffajee, 2002). Este sistema de 
comunicación facilita la adaptación de los microorganismos (Gram-
positivos y Gram-negativos) ante el estrés ambiental (Marsh, 2004), 
hace que las bacterias optimicen sus factores de virulencia, prolonguen 
su supervivencia y estimulen su propagación (ten Cate, 2006; 




Figura 5. Modelo virtual tridimensional del quorum sensing bacteriano. Tomado 
del Departamento de Ciencia Computarizada de la Universidad de Sheffield 
http://staffwww.dcs.shef.ac.uk/people/D.Romano/research.html#Maria. 
 
Los representantes más genuinos de estas moléculas 
autoinductoras son el péptido estimulador de la competencia 
(Competence-Stimulating Peptide; CSP) y el autoinductor-2. Muchos 
Streptococcus orales y algunos patógenos periodontales se comunican 
por medio del quorum sensing (Scheie y Petersen, 2004). En el caso 
concreto del Streptococcus mutans el quorum sensing está mediado por 
el CSP, y se ha demostrado que su frecuencia de transformación en el 
biofilm es entre 10 y 600 veces mayor que la de las células planctónicas 
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(Li et al, 2001). El CSP, además de inducir la competencia genética, 
está directamente relacionado con la formación del biofilm (Li et al, 
2002a) y con la tolerancia al pH ácido, promoviendo una respuesta 
coordinada y protectora contra ese estrés potencialmente letal (Li et al, 
2002b). El autoinductor-2 se ha señalado que es un mediador 
interespecies, que actúa fundamentalmente en comunidades mixtas 
(Bassler, 1999; Kolenbrander et al, 2002; Scheie y Petersen, 2004). Es 
producido por bacterias Gram-positivas y Gram-negativas (Scheie y 
Petersen, 2004), incluyendo entre otras Porphyromonas gingivalis, 
Prevotella intermedia y Fusobacterium nucleatum (Frias et al, 2001).  
 
La placa dental puede funcionar como un “reservorio genotípico” 
que alberga elementos móviles transferibles y genes (Marsh, 2005). La 
inactivación de un gen implicado en la formación de comunidades 
mixtas puede provocar una variación sutil en el fenotipo de un 
organismo, pero sólo durante las transiciones críticas en la composición 
de la población y no antes o después de éstas (Kolenbrander et al, 
2002). La velocidad de transferencia de genes aumenta 
considerablemente en las comunidades de biofilms, aunque en la 
transferencia de material genético también participan otros mecanismos 
como los de difusión-reacción, neutralización-inactivación y fenotipos 




La mayor parte de los biofilms contienen múltiples especies que ocupan 
micronichos separados por distancias muy pequeñas, entre los que 
existe un amplio rango de interacciones físicas, metabólicas y 
moleculares. Estas interacciones son fundamentales para la adhesión, 
crecimiento y supervivencia de determinadas especies en localizaciones 
concretas, permitiendo a los microorganismos sobrevivir en ambientes 
hostiles. La heterogeneidad ambiental permite que coexistan en la placa 
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dental microorganismos que serían incompatibles en un ambiente más 
homogéneo (Marsh, 2004). También se ha confirmado que hay distintos 
nichos químicos a diferentes profundidades del biofilm, lo que justificaría 
que microorganismos metabólicamente muy heterogéneos puedan 
coexistir en el interior de un mismo biofilm (Stewart, 2003). Este estilo 
de vida en comunidad, explica que puedan persistir en el biofilm 
bacterias con requerimientos metabólicos contradictorios, y además 
proporciona otras ventajas entre las que se incluyen (Marsh, 2005): 
 
1. Hábitat amplio para el crecimiento 
El metabolismo de los colonizadores primarios altera el ambiente local, 
favoreciendo la adhesión y el crecimiento de las especies que se 
incorporarán con posterioridad, potenciando así la diversidad de la 
microflora. Un claro ejemplo de esta situación es que especies 
consumidoras de oxígeno, como Neisseria spp., crean unas condiciones 
ambientales adecuadas para la colonización de anaerobios estrictos 
(Bradshaw et al, 1996a). De forma similar, la heterogeneidad del biofilm 
en cuanto al pH, tensión de oxígeno y otras características 
microambientales, permite que coexistan especies con un rango muy 
amplio de necesidades para su crecimiento. 
 
2. Mayor diversidad y eficacia metabólicas 
Determinadas macromoléculas complejas del huésped sólo pueden ser 
degradadas adecuadamente por asociaciones de bacterias (Bradshaw 
et al, 1994). 
 
3. Mayor resistencia al estrés ambiental, los antimicrobianos y las 
defensas del huésped 
Por ejemplo, un microorganismo sensible a un determinado antibiótico 
podría parecer aparentemente resistente, si sus bacterias vecinas 
produjeran un neutralizador; a este fenómeno se le denomina 
“patogenicidad indirecta” (Marsh, 2005). 
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4. Mayor potencial patogénico 
En determinadas fases del proceso de enfermedad se requiere un 
repertorio variado de rasgos virulentos y cada uno de ellos precisa de la 
acción conjunta de un grupo de bacterias que interactúan entre sí; este 
proceso recibe el nombre de “sinergismo patogénico” (van Steenbergen 
et al, 1984). 
 
Esta heterogeneidad ambiental permite que convivan 
microorganismos que resultan incompatibles en un ambiente más 
homogéneo, y explica cómo bacterias que aparentemente tienen 
necesidades metabólicas y de crecimiento opuestas, son capaces de 
coexistir y perdurar en el mismo nicho ecológico. La heterogeneidad 
fisiológica generada en el interior del biofilm también favorece la 
diversidad genotípica y fenotípica, que proporciona una especie de 
“seguro biológico” para proteger a la comunidad microbiana en 
condiciones adversas (Marsh, 2005). Gracias a esta heterogeneidad, 
células de la misma especie microbiana pueden mostrar estados 
fisiológicos extremadamente distintos, aunque estén separadas por 
distancias tan pequeñas como 10 "m (Socransky y Haffajee, 2002). 
 
Capacidad adaptativa 
En condiciones favorables, el biofilm conserva un equilibrio entre el 
mantenimiento de su estructura y su crecimiento (Serrano-Granger y 
Herrera, 2005), aunque ello implica una gran capacidad de adaptación 
morfológica y fisiológica como respuesta a los cambios ambientales. 
Diferentes gradientes químicos, de nutrientes y de oxígeno, crean 
microambientes a los que los microorganismos tienen que adaptarse 
para sobrevivir. La forma que tienen de hacerlo es regulando un gran 
número de genes, lo que permite optimizar sus propiedades fenotípicas 




Las asociaciones de bacterias para formar biofilms se efectúan 
cuando éstas se encuentran en una “buena situación”, aunque sea 
relativa, ya que generalmente viven circunstancias de limitación de 
nutrientes y aletargadas. En hábitats extremos, cuando hay un déficit de 
nutrientes significativo, las bacterias empaquetan su ADN, cesan sus 
actividades metabólicas y llegan a disminuir su tamaño hasta dos 
tercios, siendo capaces de permanecer en este estado de latencia 
durante años, décadas o incluso siglos. Esto explicaría por qué los 
antimicrobianos son menos efectivos clínicamente de lo que pudiera 
esperase, en base a los resultados obtenidos en el laboratorio con 
bacterias metabólicamente activas (ten Cate, 2006). Cuando estas 
bacterias encuentran una nueva fuente de alimento, desempaquetan su 
ADN, reactivan sus genes y reanudan su estilo de vida en comunidad 
(Slavkin, 1997). 
 
1.3. MODELOS DE ESTUDIO IN VITRO DEL BIOFILM ORAL 
Las propuestas experimentales para analizar comunidades orales 
complejas como la placa dental, habitualmente comienzan con estudios 
in vitro y modelos simples. Estos modelos de crecimiento de biofilm in 
vitro creados en el laboratorio, pueden ayudar a entender su estructura 
y función (Kinniment et al, 1996a). También pueden emplearse para 
analizar el efecto de diversos agentes antimicrobianos, si bien suponen 
una simplificación del sistema y siempre va a existir cierto compromiso 
entre el ecosistema in vivo y estos modelos (Frías y Alsina, 2001). En 
los últimos años el desarrollo de diferentes modelos de biofilm in vitro ha 
supuesto un gran avance en el estudio y evaluación de agentes 
antiplaca (Baehni y Takeuchi, 2003). Es importante tener en cuenta que, 
para desarrollar nuevos antimicrobianos que tengan efecto en el 
complejo ambiente de la cavidad oral, es necesario tener un buen 
modelo que reproduzca las especies bacterianas, el sustrato y la fuente 
de nutrientes que están presentes in vivo. Además, para evaluar 
correctamente la efectividad antibacteriana y antiplaca del agente a 
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estudio es importante liberar el compuesto, de tal forma que los 
resultados sean comparables a los estudios clínicos (Pratten et al, 
1998b). A continuación se detallan los modelos más utilizados en la 
literatura para generar biofilms in vitro (Wilson, 1996): 
 
1. Crecimiento en placas de agar 
Constituye uno de los modelos de biofilm más simples. Las bacterias 
crecen en una placa de agar. El resultado es una biopelícula que 
consiste en un acúmulo de células firmemente empaquetadas y 
embebidas en una matriz extracelular, pero que sólo es representativo 
de un biofilm formado en una interfase sólido-gas. Dadas sus 
limitaciones, esta técnica no ha sido muy utilizada para evaluar la 
susceptibilidad de las bacterias orales a los antimicrobianos 
convencionales. 
 
2. Modelos basados en filtros de membrana 
El crecimiento del microorganismo se produce en un filtro de membrana 
que está en contacto con una superficie de agar. Una vez que el biofilm 
se ha formado, puede ser extraído intacto y expuesto al agente 
antimicrobiano. Esta técnica se ha utilizado para evaluar la 
susceptibilidad de bacterias orales como Streptococcus sanguinis y 
Porphyromona gingivalis a antimicrobianos como clorhexidina (Millward 
y Wilson, 1989; Wilson, 1996). 
 
3. Modelos basados en quimiostatos 
Bradshaw et al (Bradshaw et al, 1990) utilizaron el quimiostato para 
crear comunidades estables de hasta 10 especies de bacterias orales, y 
posteriormente incluyeron discos de hidroxiapatita en el recipiente de 











fluido residual  
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4. El fermentador de biofilm de profundidad constante (Constant Depth 
Film Fermentor; CDFF) 
El CDFF (Figura 6), desarrollado por Peters y Wimpenny (Peters y 
Wimpenny, 1988), es uno de los métodos más utilizados in vitro para 
generar biofilms reproducibles que imitan la placa dental. Está 
constituido básicamente por un recipiente de vidrio con un sistema de 
placas de acero inoxidable, que sirven de soporte a 15 pocillos que 
incorporan 6 agujeros cilíndricos cada uno, con unos tapones de 
politetrafluoroetileno sobre los que se forma el biofilm. Los tapones 
también pueden incorporar discos de hidroxiapatita o de esmalte, lo que 
permite la formación de biofilms sobre diferentes sustratos. Las placas 
pueden recogerse asépticamente en el transcurso de un experimento 
para exponerlas a agentes antimicrobianos, aunque también se puede 




Figura 6. Fermentador de biofilm de profundidad constante (Constant Depth 
Film Fermentor; CDFF). Izquierda: esquema del circuito de circulación continua. 




Este modelo es muy apropiado para estudiar biofilms de bacterias 
orales, porque proporciona un ambiente similar al que existe en la 
cavidad oral. Otras ventajas destacables del sistema son las siguientes: 
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• Proporciona muchas copias, muchos biofilms idénticos (hasta 90) 
en la misma serie. 
• Se pueden incorporar de forma intermitente nutrientes o agentes 
antimicrobianos. 
• Permite tomar muestras del biofilm en distintos momentos a lo 
largo de una serie. 
• Como inóculo pueden utilizarse cultivos mixtos o puros, o 
muestras de placa homogeneizada. 
• El sistema es autoclavable y permite controlar la temperatura. 
• Pueden estudiarse diferentes sustratos como hidroxiapatita o 
esmalte. 
• Es aplicable para estudiar el efecto de un pretratamiento del 
sustrato con agentes antimicrobianos, en la posterior formación 
del biofilm.  
 
Desde que se demostró que el CDFF podía producir biofilms 
estables (Kinniment, 1996a), ha sido empleado por numerosos 
investigadores para realizar estudios sobre el biofilm oral (Pratten y 
Wilson, 1999; Wilson, 1999; Pratten et al, 2000; Hope et al, 2002; Hope 
y Wilson, 2003; Hope y Wilson, 2006; Pratten, 2007), para evaluar la 
susceptibilidad de determinadas bacterias orales frente a antisépticos 
(Wilson et al, 1996), e incluso para generar biofilms multiespecies en 
condiciones similares a las de la placa dental, en términos de 
composición y de distribución espacial bacteriana (Pratten et al, 1998a). 
 
5. Bocas artificiales 
Las bocas artificiales permiten evaluar el crecimiento, metabolismo, 
patogenicidad y mineralización de la placa dental bajo condiciones muy 
controladas. También se emplean para analizar interacciones 
microbianas en la placa dental y en otros biofilms, y para monitorizar 
con gran precisión sus características físicas, químicas, biológicas y 
moleculares (Tang et al, 2003). 
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Para facilitar la revisión de los trabajos publicados sobre biofilms 
generados in vitro, los hemos diferenciado en dos grupos según el 
número de especies bacterianas que los componen: biofilms 
homogéneos (formados por una sola especie) y biofilms heterogéneos o 
multiespecies (formados por más de una especie). 
 
1.3.1. Biofilms constituidos por una única especie bacteriana 
Numerosos autores han empleado Streptococcus sanguinis (antes 
sanguis) para crear biofilms homogéneos, probablemente porque esta 
especie bacteriana representa un constituyente primordial de la placa 
supra- y subgingival (Millward y Wilson, 1989), además de ser uno de 
los colonizadores pioneros del diente humano (Decker et al, 2003).  
 
En muchos de estos trabajos se ha comparado la susceptibilidad 
de las bacterias que forman un biofilm, con la que expresan las 
bacterias planctónicas que están en un grupo de cultivo o en 
suspensión. Así, Larsen y Fiehn (Larsen y Fiehn, 1996) compararon la 
susceptibilidad antimicrobiana de S. sanguinis en un biofilm y en un 
cultivo convencional, tras su exposición a clorhexidina, amoxicilina y 
doxiciclina. Para ello emplearon el aparato modificado de Robbins sobre 
discos de silicona, en un modelo de flujo continuo que imitaba el fluido 
ininterrumpido de la saliva y del líquido crevicular que bañan la 
superficie de los dientes (Larsen y Fiehn, 1995). Millward y Wilson 
(Millward y Wilson, 1989) compararon el efecto de la clorhexidina sobre 
biofilms creados en caldo de cultivo durante una noche, con su efecto 
sobre bacterias que estaban en suspensión. Además, calcularon las 
variaciones de la susceptibilidad a la clorhexidina en base a la edad del 
biofilm y al hecho de añadir sangre al medio. Decker et al (Decker et al, 
2003) compararon la susceptibilidad a la clorhexidina de bacterias 
pioneras del biofilm y de bacterias planctónicas. El biofilm lo generaron 
en una cámara de flujo y la vitalidad bacteriana se evaluó utilizando la 
tinción de fluorescencia LIVE/DEAD® BacLight™. Además, en este 
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trabajo se testaron dos sustratos distintos sobre los que se depositaron 
las bacterias: esmalte y vidrio. Elliott et al (Elliott et al, 2005) también 
compararon dos sustratos diferentes, vidrio y vidrio recubierto de 
hidroxiapatita. La formación de los biofilms se llevó a cabo en un 
sistema de flujo celular. Dos años más tarde, el grupo de Decker publicó 
otro artículo en el que, utilizando una metodología similar a la de su 
trabajo anterior, compararon el efecto de la clorhexidina, del chitosán y 
de una combinación de ambos, sobre bacterias sésiles y planctónicas, 
aunque en esta ocasión sólo emplearon como sustrato el esmalte 
(Decker et al, 2005). En 2008, aplicando la misma metodología, 
analizaron el efecto de un enjuague con xilitol, formulado como solución 
pura o combinado con clorhexidina, sobre biofilms de S. sanguinis y de 
S. mutans (Decker et al, 2008). 
 
Un número considerable de autores ha utilizado el fermentador de 
biofilm de profundidad constante (CDFF) para producir in vitro biofilms 
formados por Streptococcus sanguinis. Wilson et al (Wilson et al, 1996) 
analizaron con este sistema la viabilidad del S. sanguinis después de la 
aplicación de clorhexidina y cloruro de cetilpiridinio. También Pratten et 
al (Pratten et al, 1998c) aplicaron el CDFF en varios estudios. En uno de 
ellos evaluaron el efecto de tres colutorios antimicrobianos sobre la 
formación y la vitalidad del biofilm mediante el contaje de bacterias 
viables. Los biofilms se formaron sobre discos de hidroxiapatita, esmalte 
bovino y politetrafluoroetileno, lo que también les permitió analizar el 
efecto de distintos sustratos. El mismo grupo publicó otro artículo en el 
que compararon el efecto de la clorhexidina sobre la viabilidad y la 
formación de los biofilms, mediante la tinción LIVE/DEAD® BacLight™ y 
el contaje de colonias viables. En esta investigación, además de 
analizar biofilms de S. sanguinis creados en el CDFF, también 
examinaron microcosmos de placa dental multiespecie; a diferencia del 
trabajo anterior, en éste sólo utilizaron discos de esmalte bovino 
(Pratten et al, 1998b). 
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En 2005, Wirthlin et al (Wirthlin et al, 2005), tomando como guía 
las características del CDFF, diseñaron un nuevo prototipo ideado para 
crear biofilms y testar en ellos agentes antimicrobianos. A este aparato 
lo denominaron laboratory model biofilm fermentor (LMBF) y para 
validarlo llevaron a cabo un test preliminar que confirmó dos hipótesis: 
que el LMBF podía generar y conservar un biofilm oral de una especie -
en este caso S. sanguinis-, y que permitía testar in vitro colutorios 
antisépticos.  
 
No todos los trabajos publicados sobre producción de biofilms in 
vitro incorporan S. sanguinis y en algunos estudios se han empleado 
otras especies, como el Streptococcus mutans. Deng et al (Deng et al, 
2004) crearon biofilms de S. mutans sobre sustratos de dentina bovina y 
de poliacrilato. El biofilm resultante, después de 15 días de crecimiento, 
fue irrigado con clorhexidina y a continuación cuantificaron la viabilidad 
bacteriana, la formación de ácido y el pH tras una sobrecarga de 
glucosa. Zanin et al (Zanin et al, 2005), por medio del CDFF, generaron 
biofilms sobre un sustrato de hidroxiapatita, para evaluar el efecto de la 
terapia fotodinámica en la viabilidad y la arquitectura del biofilm. 
Shemesh et al (Shemesh et al, 2007) crearon biofilms de 2 y 7 días con 
S. mutans sobre discos de dentina bovina y sobre membranas para 
cultivos tisulares, y utilizaron un escáner de ultrasonidos de alta 
frecuencia para examinar la morfología tridimensional del biofilm y para 
calcular su grosor. Rozen et al (Rozen et al, 2001) crearon biofilms de S. 
mutans y de S. sobrinus, ambos sobre un sustrato de hidroxiapatita 
cubierto de glucano y fructano. El objetivo de su trabajo era relacionar el 
perfil de crecimiento de las bacterias de estos biofilms con el grosor de 
los mismos y con la curva de crecimiento de las bacterias planctónicas. 
Para ello, calcularon las unidades formadoras de colonias iniciales, el 
grosor del biofilm en varios momentos y la viabilidad de las bacterias 
planctónicas. Thrower et al (Thrower et al, 1997) compararon el efecto 
de tres colutorios -clorhexidina, cloruro de cetilpiridinio y triclosán- sobre 
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el Aggregatibacter (antes Actinobacillus) actinomycetemcomitans en 
forma de biofilm de 1 y 3 días de evolución, y en forma de bacterias 
planctónicas. En 2001, Fine et al (Fine et al, 2001) publicaron un estudio 
con un diseño similar, pero los colutorios testados fueron aceites 
esenciales, fluoruro de estaño y triclosán. Eick et al (Eick et al, 2004) 
evaluaron la eficacia de 4 antibióticos diferentes frente a 
Aggregatibacter actinomycetemcomitans, Streptococcus constellatus y 
Porphyromonas gingivalis, tanto integrados en biofilms (generados 
sobre un portaobjetos con saliva artificial) como en su forma planctónica. 
Para ello calcularon las unidades formadoras de colonias de cada uno 
de los portas y las concentraciones mínimas inhibitorias para las 
bacterias planctónicas. Más recientemente, van der Mei et al (van der 
Mei et al, 2008) utilizaron Actinomyces naeslundii, S. mutans, S. 
sobrinus y S. oralis, para determinar los efectos del fluoruro de amina 
sobre la adhesión bacteriana y el crecimiento del biofilm.  
 
1.3.2. Biofilms constituidos por más de una especie bacteriana 
Numerosos autores coinciden en que para poder predecir la interacción 
que ocurrirá in vivo entre las bacterias de la placa dental y un agente 
antimicrobiano, es imprescindible testarlos en biofilms multiespecies 
(Larsen y Fiehn, 1996; Wilson, 1996; Pratten et al, 1998b). En la 
metodología de buena parte de estos estudios se ha utilizado la tinción 
LIVE/DEAD® BacLight™ -que tiñe diferencialmente las bacterias vivas 
de las muertas-, el análisis con microscopio confocal o ambas técnicas 
simultáneamente. 
 
Guggenheim et al (Guggenheim et al, 2001a) desarrollaron un 
modelo in vitro de placa supragingival de 5 especies bacterianas sobre 
discos de hidroxiapatita. El objetivo de su trabajo era demostrar la 
reproducibilidad de este modelo y su aplicación para la evaluación de 
antimicrobianos, concretamente clorhexidina y triclosán. Para ello 
utilizaron la tinción LIVE/DEAD® BacLight™ y la visualización con 
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microscopio confocal, además de técnicas de cultivo convencionales. 
Thurnheer et al (Thurnheer et al, 2003) crearon en 2003 un biofilm 
según el modelo descrito por Guggenheim, con la finalidad de examinar 
la difusión de diferentes macromoléculas. También estaba integrado por 
5 especies bacterianas adheridas a discos de hidroxiapatita pero, a 
diferencia del anterior, en éste se añadió Candida albicans y se utilizó 
una tinción diferente (Syto13, Calcofluor y 10K-Dex). Con la ayuda del  
microscopio confocal, los autores investigaron la difusión y la 
penetración de distintos marcadores de fluorescencia, mediante el 
cálculo de los coeficientes de difusión y de la viscosidad. 
 
Además de Thurnheer et al (Thurnheer et al, 2003), pocos autores 
han utilizado hongos, y más concretamente Candida albicans, para la 
formación de biofilms in vitro. Shapiro et al (Shapiro et al, 2002) crearon 
biofilms constituidos por 5 especies sobre discos de hidroxiapatita que, 
en muchos casos, incluían también C. albicans, y utilizaron este modelo 
de biofilm oral para testar hasta 12 colutorios diferentes. Por su parte, 
Lamfon et al (Lamfon et al, 2005) investigaron la composición de los 
biofilms creados in vitro, a partir de muestras de pacientes con 
estomatitis protética, y la susceptibilidad de los aislamientos de C. 
albicans a miconazol, fluconazol y clorhexidina.  
 
Otro estudio en el que también se utilizó la tinción LIVE/DEAD® 
BacLight™ fue el publicado por Pratten et al (Pratten et al, 1998a), en el 
cual determinaron la composición y la susceptibilidad a la clorhexidina 
de biofilms compuestos por 6 especies bacterianas habituales de la 
placa dental supragingival, creados sobre discos de esmalte bovino con 
la ayuda del CDFF. La determinación de los microorganismos 
supervivientes se realizó por contaje en cultivos y, gracias a la tinción, 
pudo observarse la distribución de las bacterias vivas y muertas. En el 
mismo año, Wilson et al (Wilson et al, 1998) también evaluaron el efecto 
de la exposición a la clorhexidina, de microcosmos de placa dental 
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formados en el CDFF, en presencia y ausencia de sacarosa. El efecto 
se determinó mediante la cuantificación de las bacterias supervivientes. 
Un año después, los mismos autores, aplicando una metodología muy 
similar, evaluaron las consecuencias de la administración intermitente (2 
veces al día) de gluconato de clorhexidina, confirmando que a los 4 días 
el contaje de anaerobios había recuperado los valores basales (previos 
a la administración del antiséptico) y que la composición bacteriana del 
biofilm había cambiado (Pratten y Wilson, 1999).  
 
Algunos autores han centrado sus investigaciones en el análisis de 
la distribución espacial de la viabilidad bacteriana dentro de los biofilms. 
Guggenheim et al (Guggenheim et al, 2001b) determinaron la 
disposición espacial y la conducta de asociación de 5 especies 
bacterianas en un modelo de placa supragingival formado sobre discos 
de hidroxiapatita. Hope et al (Hope et al, 2002), utilizando el microscopio 
confocal y la tinción LIVE/DEAD® BacLight™, examinaron la disposición 
de las bacterias viables y no viables dentro de microcosmos de placa 
dental. Estos microcosmos fueron creados en el CDFF y estaban 
constituidos por 3 géneros bacterianos habituales en la placa 
supragingival. En 2003, el mismo grupo, después de comprobar que las 
protrusiones de un biofilm contenían predominantemente bacterias 
viables, se planteó medir el grosor de la capa más externa de bacterias 
viables de un biofilm creado en el CDFF sobre discos de hidroxiapatita 
(Hope y Wilson, 2003). Años más tarde, y continuando con esta línea de 
investigación, publicaron un nuevo trabajo en el que describieron una 
metodología para crear biofilms orales en condiciones similares a las 
existentes en la bolsa periodontal. Para ello, emplearon de nuevo el 
CDFF, pero esta vez con un inóculo de placa subgingival sobre discos 
de hidroxiapatita; en este estudio analizaron el desarrollo de la 
estructura del biofilm y la distribución espacial de la vitalidad celular 
(Hope y Wilson, 2006). Hope y Wilson (Hope y Wilson, 2004), utilizando 
el CDFF para el crecimiento de microcosmos de placa dental sobre 
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discos de hidroxiapatita, analizaron el efecto de la clorhexidina sobre 
estos biofilms y los cambios que ésta producía en los perfiles de 
viabilidad. Posteriormente, Filoche et al (Filoche et al, 2007) también 
cuantificaron la biomasa total viable de los microcosmos de la placa, 
evaluados bajo distintas condiciones de crecimiento (con suplementos 
de sacarosa y caseína) y tratados con diferentes antisépticos 
(clorhexidina, aceites esenciales y fluoruro). En este caso los biofilms se 
generaron en una boca artificial, que posteriormente fue instalada en 
una cámara de crecimiento, y los sustratos utilizados fueron esmalte y 
ThermanoxTM. 
 
Otros autores han aplicado tanto la microscopía confocal como la 
tinción LIVE/DEAD® BacLight™ con objetivos de investigación 
diferentes (Bradshaw et al, 1996b; Wood et al, 1999; Pratten et al, 2000; 
Bradshaw et al, 2002; Foster y Kolenbrander, 2004; Rolland et al, 2006; 
Takenaka et al, 2008). Wood et al (Wood et al, 1999) se sirvieron del 
microscopio confocal para evaluar el efecto de la terapia fotodinámica 
sobre un biofilm desarrollado sobre discos de esmalte de 7 días de 
evolución. Bradshaw et al (Bradshaw et al, 1996b), modificaron el 
sistema de quimiostatos para poder incorporar superficies rugosas y 
removibles sobre las que se pudiesen formar los biofilms. En un 
experimento preliminar, analizaron el efecto de pulverizaciones 
repetidas de glucosa y de la acidificación del pH, en biofilms 
compuestos por 10 especies bacterianas y en la comunidad planctónica 
correspondiente. Utilizando el microscopio electrónico de barrido y el 
microscopio confocal, evaluaron la profundidad y la estructura del 
biofilm. Los mismos autores publicaron otro trabajo en 2002, en el que 
compararon el efecto de bajas concentraciones de fluoruro en biofilms y 
en comunidades microbianas planctónicas (Bradshaw et al, 2002). 
Pratten et al (Pratten et al, 2000), empleando el microscopio confocal, 
investigaron la estructura de biofilms orales intactos, formados en el 
CDFF sobre discos de esmalte embebidos en saliva artificial con y sin 
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suplementos de sacarosa. Foster y Kolenbrander (Foster y 
Kolenbrander, 2004), utilizaron un flujo celular acondicionado con saliva 
para examinar el desarrollo de biofilms a partir de un inóculo de 4 
especies bacterianas. Analizaron las muestras con microscopio confocal, 
emplearon varias tinciones (entre ellas BacLight) y además 
determinaron la composición del biofilm con FISH (hibridación in situ 
fluorescente). Rolland et al (Rolland et al, 2006) plantearon la hipótesis 
de que la adhesión de una resina con propiedades antibacterianas a la 
superficie de la dentina podría reducir la formación del biofilm. Para 
comprobarlo crearon biofilms en un pool de saliva natural sobre dentina 
recubierta de resina adhesiva y, una vez más, emplearon la tinción 
LIVE/DEAD® BacLight™ y el microscopio confocal. Takenaka et al 
(Takenaka et al, 2008) también utilizaron esta técnica para describir los 
patrones espaciales y temporales de la actividad de un colutorio en 
modelos de biofilm oral.  
 
Al igual que en el trabajo citado previamente de Pratten et al 
(Pratten et al, 2000), el CDFF también fue empleado por otros 
investigadores. Kinniment et al (Kinniment et al, 1996a) recurrieron a 
esta técnica para generar un biofilm compuesto por 9 especies 
bacterianas, que creció en un quimiostato hasta alcanzar un estado 
estable, siendo entonces analizado con microscopio electrónico de 
barrido. En otra investigación efectuada por este mismo grupo, se aplicó 
este mismo protocolo para evaluar la actividad de agentes 
antimicrobianos, concretamente la clorhexidina (Kinniment et al, 1996b). 
 
En 2007, se publicaron sendos artículos en los que se 
desarrollaba un modelo de biofilm que imitaba la placa subgingival. 
Walker y Sedlacek (Walker y Sedlacek, 2007) lo produjeron sobre 
discos de hidroxiapatita insertados en placas de cultivo e inoculados con 
alícuotas de placa subgingival dispersa, alcanzando un estado estable 
tras 10 días de crecimiento. Los mismos autores utilizaron ese modelo 
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de biofilm de placa subgingival para investigar su resistencia a 
antibióticos de uso común (Sedlacek y Walker, 2007). 
 
Para completar este apartado, mencionaremos otros artículos 
sobre la formación de biofilms multiespecies in vitro, pero cuyos 
objetivos difieren de los trabajos descritos hasta el momento. Landa et 
al (Landa et al, 1997), valiéndose de una cámara de flujo, generaron un 
biofilm compuesto por 6 especies bacterianas sobre discos de esmalte 
bovino bañados en saliva, para evaluar cómo la aplicación de diferentes 
colutorios y de un enjuague precepillado, condicionaban la adhesión a la 
superficie del esmalte de un grupo de colonizadores pioneros. Dos años 
más tarde, Helmerhorst et al (Helmerhorst et al, 1999) investigaron la 
eficacia de varios péptidos antimicrobianos salivales frente a las 
bacterias de biofilms multiespecies -constituidos por 7 especies 
bacterianas-, y compararon su efecto con el producido por la 
clorhexidina. El grupo liderado por Roberts, creó un biofilm integrado por 
2 especies, para cuantificar su crecimiento y determinar la 
concentración mínima inhibitoria de clorhexidina; además, evaluaron 
microscópicamente las propiedades morfológicas del biofilm creado 
(Roberts et al, 2002). Por último, Finney et al (Finney et al, 2003) 
produjeron un modelo de biofilm de 10 especies, sobre el que 
compararon la eficacia antimicrobiana de un nuevo compuesto fluorado 
que contenía triclosán y citrato de zinc frente a una pasta fluorada 
convencional.  
 
1.3.3. Limitaciones de los modelos in vitro e in vivo 
desestructurado 
El desarrollo de modelos de biofilm in vitro comportó avances 
significativos en el estudio de los biofilms orales (Jefferson y Cerca, 
2006; Kolenbrander et al, 2006; McBain, 2009; Nobbs et al, 2009; 
Palmer, 2010). Sin embargo, como hemos señalado, estos modelos 
suelen involucrar un número limitado de especies y, además, se 
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generan bajo condiciones que no reflejan fidedignamente la situación 
fisiológica de la boca (Wecke et al, 2000; Auschill et al, 2004; Auschill et 
al, 2005; Watson et al, 2005).  Algunos factores como la velocidad de 
renovación de la saliva, la capacidad de las sustancias antibacterianas 
de adherirse a la placa dental o a la superficie de los tejidos blandos y la 
interacción con las bacterias no cultivables, no pueden reproducirse en 
los experimentos in vitro (Al-Ahmad et al, 2007).  En la actualidad, la 
comunidad científica reconoce que los modelos in vitro no pueden 
garantizar la creación de biofilms orales cuya composición y estructura 
sean comparables a las de aquéllos que se forman in vivo (Auschill et al, 
2004; Auschill et al, 2005; Watson et al, 2005). Por este motivo, algunos 
autores consideran que los resultados obtenidos en los estudios in vitro 
deberían ser interpretados con cautela (Auschill et al, 2004; Al-Ahmad et 
al, 2007; Hannig y Hannig, 2009) y subrayan la necesidad de desarrollar 
modelos de biofilm in vivo que puedan ser posteriormente analizados 
intactos ex vivo (Costerton et al, 1999; Palmer et al, 2001; Auschill et al, 
2004; Hannig y Hannig, 2009).  
 
Muchos autores han utilizado placas de cultivo convencionales 
para analizar in vivo la composición de la placa dental y la actividad 
antimicrobiana de diferentes agentes, como la clorhexidina (Rosin et al, 
2001; Daneshmand et al, 2002; Rosin et al, 2002; Sreenivasan et al, 
2004). Sin embargo, las desventajas de estos métodos microbiológicos 
de cultivo son numerosas y bien conocidas (Al-Ahmad et al, 2007;  
Tomás et al, 2009). Las técnicas de fluorescencia también se han 
utilizado para analizar in vivo la composición de la placa dental y el 
efecto antibacteriano de algunos antisépticos (König et al, 2002; 
Arweiler et al, 2006; van der Mei et al, 2006; Al-Ahmad et al, 2010). Una 
característica metodológica común a todos estos estudios es que la 
evaluación de la placa bacteriana supragingival se lleva a cabo sobre 
material previamente extraído de la superficie del diente (König et al, 
2002; Arweiler et al, 2006; van der Mei et al, 2006; Al-Ahmad et al, 
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2010), mientras que la placa bacteriana subgingival se obtiene 
utilizando puntas de papel o mediante el desbridamiento mecánico 
(Daneshmand et al, 2002; Loivukene et al, 2005), lo que probablemente 
interrumpa la delicada relación tridimensional existente entre las células, 
la matriz extracelular y el sustrato (Wecke et al, 2000; Wood et al, 2000; 
Dige et al, 2009a). Otra desventaja de este tipo de estudios es que el 
nivel de penetración de un agente antimicrobiano en las muestras de 
placa no puede ser evaluado, ya que las muestras están dispersas para 
su análisis (van der Mei et al, 2006). Por lo tanto, esta metodología 
proporciona un análisis inadecuado de la arquitectura y de la 
organización in vivo de la placa dental, así como de la acción de los 
agentes antimicrobianos sobre su estructura (Arweiler et al, 2004; 
Watson et al, 2005).  
 
1.4. MODELOS DE ESTUDIO IN VIVO DEL BIOFILM ORAL 
 
1.4.1. Aparatos removibles y sustratos para recoger biofilm de 
placa dental 
Como hemos señalado, los biofilms orales formados sobre las 
superficies mucosas son diferentes a los que asientan sobre los tejidos 
duros, y la composición de la placa dental supragingival difiere de la 
subgingival (Palmer et al, 2001), por lo que estos factores deben 
tenerse en cuenta al diseñar sistemas de recogida de biofilm in vivo. La 
mayoría de los estudios in vivo sobre placa dental no-desestructurada, 
no emplean para su recogida dientes naturales, sino discos de 
diferentes materiales que se introducen en la boca durante un período 
de tiempo variable, para exponerlos a las condiciones intraorales de 
cada individuo. Por lo tanto, no se trata de placa dental propiamente 
dicha, sino de un biofilm presumiblemente muy parecido a la placa 
dental, que se genera en condiciones similares y que asienta sobre un 
sustrato generalmente artificial, por lo que en lo sucesivo lo 
denominaremos biofilm de placa dental (B-PD). 
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Debido a la importante variabilidad interpersonal detectada en 
las características del propio B-PD, en la mayoría de los estudios 
publicados hasta la fecha sobre su recogida mediante aparatos 
intraorales removibles, el número de participantes osciló entre 3 y 10 
(Auschill et al, 2002; Arweiler et al, 2004; Diaz et al, 2006; Dige et al, 
2007; Dige et al, 2009b; Jung et al, 2010). Sin embargo, algunos 
autores como Chalmers et al (Chalmers et al, 2007) y von Ohle (von 
Ohle et al, 2010) incluyeron únicamente 1 participante, mientras que 
otros como Al-Ahmad et al (Al-Ahmad et al, 2007) y Arweiler et al 
(Arweiler et al, 2008) incluyeron 27 y 24 voluntarios, respectivamente. 
 
Wood et al (Wood et al, 1999; Wood et al, 2000), Watson et al 
(Watson et al, 2005) y Robinson et al (Robinson et al, 2006) utilizaron el 
“Leeds in situ device” para recoger placa dental supragingival. Este 
aparato removible consta de un anillo de nailon que incorpora un 
sustrato de esmalte -tal y como describieron previamente Robinson et al 
(Robinson et al, 1997)- sobre el cual crece el B-PD. Estos anillos se 
adhieren a las superficies vestibulares de los primeros o segundos 
molares superiores por medio de una resina compuesta, 
proporcionando un lugar de estancamiento para la formación del B-PD 
(Robinson et al, 1997). El grupo de investigación dirigido por Palmer 
(Palmer et al, 2003; Diaz et al, 2006; Palmer et al, 2006; Chalmers et al, 
2007) diseñó unos muelles mandibulares bilaterales, que abarcan las 
superficies vestibulares desde el primer premolar hasta el primer molar 
y contienen varios discos. Numerosos autores han utilizado diferentes 
tipos de férulas de acrílico individualizadas para la formación y posterior 
recogida del B-PD (Arweiler et al, 2004; Auschill et al, 2001; Auschill et 
al, 2004; Auschill et al, 2005; Al-Ahmad et al, 2007; Arweiler et al, 2008).  
 
En los estudios publicados sobre B-PD se han utilizado un gran 
número de sustratos sólidos de diferentes características, incluyendo 
esmalte humano (Netuschil et al, 1998; Wood et al, 2000, Auschill et al, 
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2001; Palmer et al, 2003; Chalmers et al, 2007), esmalte bovino (Al-
Ahmad et al, 2007; Arweiler et al, 2008; Jung et al, 2010), dentina 
bovina (Zaura-Arite et al, 2001; Jung et al, 2010), hidroxiapatita (Gu et al, 
2005) y vidrio pulido (Netuschil et al, 1998; Arweiler et al, 2004; Auschill 
et al, 2004; Auschill et al, 2005; Dige et al, 2009a). Zaura-Arite et al 
(Zaura-Arite et al, 2001), empleando discos de dentina bovina, tallaron 3 
surcos paralelos perpendiculares a la superficie (cada uno de 200 "m 
de ancho y aproximadamente 500 "m de profundidad) con el fin de 
imitar la estructura del diente natural. Otros autores han descrito la 
formación del B-PD sobre materiales dentales de restauración utilizando 
diferentes sustratos, como amalgama, oro, cerámica, resinas 
compuestas, cemento de vidrio ionómero y polimetilmetacrilato 
( Auschill et al, 2002; Konishi et al, 2003; Perez et al, 2007). 
 
Con objeto de recoger placa dental subgingival sin alterar su 
estructura, Wecke et al (Wecke et al, 2000) diseñaron unos 
transportadores constituidos por membranas de láminas de oro o 
politetrafluoroetileno, que eran insertados en las bolsas periodontales de 
los pacientes que sufrían periodontitis rápidamente progresiva. En otro 
experimento, Schaudinn et al (Schaudinn et al, 2009) estudiaron in vivo 
el biofilm bacteriano que colonizaba los conductos radiculares de 
dientes extraídos después de un fracaso endodóntico. 
 
1.4.2. Aplicabilidad de la microscopía de barrido láser confocal 
A lo largo de los años, se han utilizado diferentes técnicas de 
microscopía para visualizar la microestructura de los B-PD in vivo, 
incluyendo la microscopía óptica, la microscopía electrónica de 
transmisión y la microscopía electrónica de barrido (Listgarten et al, 
1975; Listgarten 1976; Hannig 1999; Hannig et al, 2007). Con estas 
técnicas es difícil conseguir imágenes de los especímenes en 
profundidad y, además, éstos requieren de un procesamiento que 
incluye deshidratación, fijación e inclusión, lo que podría ocasionar 
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retracción y pérdida de la matriz del biofilm (Handley et al, 1993). La 
microscopía electrónica de transmisión frecuentemente artefacta las 
preparaciones, afectando principalmente a las delicadas estructuras 
rellenas de fluido (Wood et al, 2000). La microscopía de barrido láser 
confocal (en inglés “Confocal Laser Scanner Microscopy”; CLSM), a 
pesar de tener peor resolución que la microscopía electrónica de 
transmisión (Dige et al, 2007), ha eliminado o reducido 
considerablemente estos problemas. La CLSM se ha utilizado en el 
ámbito de las ciencias biológicas desde 1961, cuando se introdujo el 
concepto de “secciones ópticas” de un espécimen biológico. Las 
muestras se visualizan mediante luz de emisión estimulante empleando 
un rayo láser de baja potencia, después de la incorporación de agentes 
fluorescentes de contraste. La principal ventaja de la CLSM es que 
permite analizar el biofilm in situ, sin alterar su delicada estructura, 
manteniéndolo hidratado y sin necesidad de fijarlo o secarlo (Costerton 
et al, 1994; Donlan y Costerton, 2002; Arweiler et al, 2004). El 
microscopio láser confocal facilita, además, la observación de los 
biofilms in vivo y en tiempo real, con todas las ventajas del análisis de 
imagen más sofisticado (Costerton  y Lewandowski, 1997). Así, permite 
la extracción digital de secciones ópticas muy finas (0,5-2 "m) hasta 
grandes profundidades (desde la superficie del biofilm hasta su base), 
con la ventaja añadida de que elimina la interferencia óptica autofoco, 
admite el examen directo de las complejas relaciones x-z y x-y que 
existen entre las bacterias y su entorno, y mejora significativamente la 
resolución lateral (Wright y Wright, 2002). En consecuencia, se ha 
sugerido que la CLSM puede aportar información detallada sobre la 
morfología y el metabolismo celular, la química del microambiente, y la 
arquitectura física y química de la matriz del biofilm y de los polímeros 
asociados (Costerton et al, 1995).  
 
Numerosos autores han analizado los biofilms con la ayuda de la 
CLSM incorporando una tinción de fluorescencia, tanto para analizar su 
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estructura (Netuschil et al, 1998; Pratten et al, 2000; Wood et al, 2000), 
como la distribución espacial de las bacterias viables y no viables 
(Auschill et al, 2001; Hope et al, 2002; Hope y Wilson, 2004; Hope y 
Wilson, 2006). El primero en aplicar la fluorescencia para el estudio de 
la vitalidad de los biofilms fue Netuschil en 1983 (Netuschil, 1983). 
Desde entonces se han utilizado diversas tinciones, como naranja de 
acridina (Korber et al, 1993), fluoresceína (Wood et al, 2000), diacetato 
de fluoresceína combinada con bromuro de etidio (Netuschil et al, 1998; 
Auschill et al, 2001; Zaura-Arite et al, 2001; Auschill et al, 2005), y 
SYTO 9 combinado con yoduro de propidio (Donlan y Costerton, 2002; 
van der Mei et al, 2006). Estas combinaciones de fluorocromos ofrecen 
la posibilidad de teñir de forma selectiva las bacterias vivas y muertas, 
por lo que han sido ampliamente utilizadas para analizar la viabilidad 
bacteriana en la mayoría de los estudios in vivo sobre B-PD 
(especialmente la fluoresceína con bromuro de etidio) (Netuschil et al, 
1998; Auschill et al, 2001; Zaura-Arite et al, 2001; Auschill et al, 2005; 
van der Mei et al, 2006; Arweiler et al, 2008). Por lo tanto, esta técnica 
se considera particularmente útil en el análisis de la distribución espacial 
de la viabilidad bacteriana dentro del biofilm y de la actividad 
antimicrobiana de determinados antisépticos, como la clorhexidina 
(Hope y Wilson, 2004; van der Mei et al, 2006; Filoche et al, 2007).  
 
Se ha demostrado que es imprescindible emplear una 
combinación de diferentes técnicas microbiológicas para conseguir una 
representación fidedigna de la distribución espacial bacteriana y de la 
dinámica del B-PD, y para poder examinar el papel de las distintas 
especies como agentes microbianos coadhesivos en la placa dental (Al-
Ahmad et al, 2007; Jung et al, 2010). Las técnicas que se han utilizado 
con mayor frecuencia para favorecer la visualización de los elementos 
que conforman el biofilm bajo el CLSM son la tinción directa con 
fluorocromos, los anticuerpos marcados con fluorocromos y la 
hibridación in situ fluorescente (FISH). 
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Los anticuerpos policlonales marcados con fluorocromos se han 
utilizado para analizar los estadios iniciales del desarrollo del biofilm, y 
las interacciones específicas entre los colonizadores pioneros y la 
superficie del diente (Robinson et al, 1997; Palmer et al, 2003; Robinson 
et al, 2006). Además, permiten identificar algunas especies relevantes 
de la comunidad microbiana oral que conforma el B-PD (Gu et al, 2005; 
Robinson et al, 2006). Esta aproximación metodológica no altera la 
estructura del biofilm y admite analizar simultáneamente la prevalencia 
relativa y la distribución espacial de varios géneros/especies patógenos 
en el B-PD desarrollado in vivo, así como monitorizar los cambios 
dinámicos que acontecen en el proceso de formación del biofilm (Gu et 
al, 2005).  
 
La FISH es una técnica que incorpora sondas de ADN específicas 
marcadas mediante fluorescencia, que se ha utilizado en combinación 
con la CLSM para obtener imágenes tridimensionales de los 
micronichos naturales del B-PD in vivo y para evaluar el protagonismo 
de diferentes microorganismos en distintos momentos del período de 
formación del biofilm (Wecke et al, 2000; Auschill et al, 2002; Al-Ahmad 
et al, 2007; Chalmers et al, 2007; Dige et al 2009a; Dige et al, 2009b; 
Jung et al, 2010). Entre sus ventajas se incluyen la posibilidad de 
detectar bacterias no-cultivables, y la rapidez con que se pueden 
desarrollar nuevas sondas en comparación con el proceso de 
producción y caracterización de anticuerpos (Al-Ahmad et al, 2007). Una 
de sus principales limitaciones es que su sensibilidad está condicionada 
por el estado metabólico de la bacteria en el interior del biofilm (Dongari-
Bagtzoglou, 2008). Además, la FISH requiere la fijación del espécimen -
lo que exige su deshidratación- y no permite estudiar los cambios 





En algunos artículos sobre B-PD in vivo no-desestructurado, 
aplicando anticuerpos marcados con fluorocromos o FISH en 
combinación con CLSM, los anticuerpos y las sondas de 
oligonucleótidos se conjugaron o marcaron con diferentes fluorocromos, 
para identificar un género/especie bacteriano determinado, todas las 
bacterias o incluso componentes bacterianos como la matriz 
extracelular de exopolisacáridos (Robinson et al, 1997; Wecke et al, 
2000; Auschill et al, 2002; Palmer et al, 2003; Robinson et al, 2006; Al-
Ahmad et al, 2007; Chalmers et al, 2007; Dige et al, 2007; Dige et al 
2009a; Dige et al, 2009b; Jung et al, 2010). En este tipo de estudios, 
uno de los problemas inherentes al empleo de la CLSM es que la 
disponibilidad de colores de sondas fluorescentes sin que se solapen 
señales de emisión es limitada, lo que significa que en cada imagen 
sólo pueden distinguirse entre 2 y 4 especies microbianas, dependiendo 
de las características del microscopio (Dige et al, 2009b). 
 
1.4.3. Características estructurales del biofilm oral 
En la literatura se ha reconocido la importancia de la relación estructura-
comportamiento del B-PD no-desestructurado in vivo y su implicación en 
la patogénesis de algunas infecciones orales (Marsh, 2005). 
Específicamente, Wood et al (Wood et al, 2000) afirmaron que la 
estructura del B-PD probablemente representa un factor importante en 
la modulación de la fisiología bacteriana y en la diferenciación del nicho 
ecológico. En este sentido, el comportamiento microbiano dependerá de 
parámetros como el grosor del biofilm, su densidad, su arquitectura 
(más o menos abierta) y la relación  célula-matriz (Wood et al, 2000). En 
consecuencia, un mejor conocimiento de estas características 
estructurales puede favorecer el desarrollo de estrategias más eficaces 
en el manejo de la caries y la enfermedad periodontal (Wood et al, 2000; 




Hasta la fecha, se han publicado algunos artículos sobre la 
estructura tridimensional del B-PD no-desestructurado in vivo 
empleando la CLSM. A continuación se describen en profundidad los 
resultados de estos trabajos en relación al grosor del biofilm, su 
arquitectura, la viabilidad y la topografía bacterianas. 
 
Grosor 
En 1998, Netuschil et al (Netuschil et al, 1998) observaron por primera 
vez, que el grosor del B-PD que se formaba sobre discos de esmalte y 
vidrio insertados en una férula de acrílico, dependía de la “edad” del 
biofilm y variaba ostensiblemente de un individuo a otro (B-PD de 1 día= 
0-10 "m; B-PD de 2 días= 8-35 "m; B-PD de 3 días= 6-45 "m). 
Posteriormente, otros autores confirmaron esta gran variabilidad 
interindividual del grosor del B-PD (Auschill et al, 2001; Auschill et al, 
2004; Dige et al, 2009a). En este sentido, Auschill et al (Auschill et al, 
2001) afirmaron que “la altura de los biofilms orales dependía de la tasa 
de formación de placa de los donantes individuales”. Sin embargo, 
Zaura-Arite et al (Zaura-Arite et al, 2001) no encontraron diferencias en 
el grosor de un B-PD de 2 días entre individuos hiper- e hipo-
productores de placa (en base al acúmulo medio de proteínas en 
muestras de placa joven de superfice lisa), aunque estos autores 
emplearon un modelo ranurado para favorecer el crecimiento del biofilm. 
En la misma línea, Arweiler et al (Arweiler et al, 2004; Arweiler et al, 
2008) demostraron que el riesgo de caries -evaluado en base a la 
concentración de Streptococcus mutans- el número de dientes cariados, 
ausentes y obturados, el flujo salival y la tasa de formación de ácido 
láctico no tenían ninguna correlación con el grosor del B-PD a las 48 
horas ni a los 5 días de subsistencia. En otros estudios in vivo sobre B-
PD, se evaluó el impacto de algunos factores locales sobre el grosor del 
biofilm en un mismo individuo, incluyendo el modelo de dispositivo 
intraoral utilizado para la recogida del biofilm (Wood et al, 2000), el tipo 
de sustrato (Netuschil et al, 1998; Wood et al, 2000; Auschill et al, 2001; 
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Zaura-Arite et al, 2001; Arweiler et al, 2004; Gu et al, 2005; Al-Ahmad et 
al, 2007; Dige et al, 2009a) o incluso  diferentes zonas del mismo 
sustrato (Arweiler et al, 2004). Por otra parte, Al-Ahmad et al (Al-Ahmad 
et al, 2007) encontraron que el grosor del B-PD, que se formaba sobre 
fragmentos de esmalte bovino fijados en un dispositivo de acrílico 
individualizado, aumentaba de 14,9 ± 5,0 "m el primer día, hasta 49,3 ± 
11,6 "m a los 7 días. Sin embargo, paradójicamente, se ha demostrado 
que este incremento del grosor del biofilm no es progresivo todos los 
días (Al-Ahmad et al, 2007; Al-Ahmad et al, 2010). La influencia 
significativa del factor “edad” de la placa ha sido corroborada en 
estudios recientes, en los que se analizaron períodos cortos de 
exposición oral, como los publicados por Dige et al (B-PD de 6 horas, 12 
horas, 1 día y 2 días) y Jung et al (B-PD de 30 minutos, 2 horas y 6 
horas) (Dige et al, 2009a; Jung et al, 2010). No obstante, se ha 
observado que los depósitos microbianos a los 2 días -al igual que en 
estadios previos- no tienen un grosor uniforme (Dige et al, 2007).  
 
Arquitectura 
Algunos autores han analizado in vivo las características arquitecturales 
del B-PD de menos de 24 horas (Palmer et al, 2003; Dige et al, 2007; 
Jung et al, 2010). En un biofilm de 30 minutos, Jung et al (Jung et al, 
2010) encontraron que las bacterias que se depositaban sobre el 
esmalte y la dentina se distribuían aleatoriamente, aunque en los 
especímenes de dentina se localizaban preferentemente en las 
aberturas de los túbulos dentinarios. En las primeras 2 horas de 
exposición oral se observan fundamentalmente muchas bacterias 
aisladas y pequeños agregados, mientras que a partir de las 6 horas se 
detectan acúmulos de colonias y cadenas bacterianas monocapa. Dige 
et al (Dige et al, 2007), después de estudiar un B-PD de 6 horas de 
maduración, describieron 3 patrones diferentes de colonización 
bacteriana: bacterias aisladas, bacterias apareadas y grupos de 
bacterias de tamaño variable. 
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Palmer et al (Palmer et al, 2003) observaron que en un B-PD de 8 
horas, aunque existían algunas células aisladas, la mayor parte de la 
biomasa formaba parte de agregados celulares heterogéneos 
(probablemente constituidos por varios tipos celulares), a diferencia del 
predominio de bacterias aisladas detectado en el B-PD de 4 horas. 
Estos autores estimaron que entre las 4 y las 8 horas de maduración del 
biofilm, el número de células podía llegar a multiplicarse por 40 (2 x 102 
- 6,8 x 103 / 250.000 "m2 a las 4 horas y 4,5 x 103 - 1,4 x 104 / 250.000 
"m2 a las 8 horas). En consecuencia, sugirieron que las microcolonias 
multiespecie observadas a las 8 horas estaban constituidas por una 
combinación de bacterias planctónicas sujetas a otras células adheridas 
previamente y por las células que se multiplicaban en la microcolonia 
(Palmer et al, 2003). Por otra parte, se ha señalado que la coadhesión 
de bacterias procedentes de la saliva es un proceso que incorpora 
ininterrumpidamente biomasa al biofilm en formación, lo que se confirma 
al comprobar la diversidad genotípica de las bacterias que colonizan la 
capa más superficial del B-PD (Dige et al, 2009b). La implicación de un 
“mecanismo de crecimiento bacteriano” se ha verificado en otras series 
de B-PD in vivo de 6 y 12 horas de maduración, puesto que muchas 
bacterias se detectan durante el proceso de división celular, como 
refleja su propia morfología (Dige et al, 2007). Por lo tanto, la división 
celular contribuye significativamente al incremento de la biomasa (Dige 
et al, 2009b). Este hecho, junto al crecimiento exponencial de las 
bacterias durante los 2 primeros días de formación del biofilm (Nyvad y 
Kilian, 1987), secundan la hipótesis de que el crecimiento de la biomasa 
del B-PD inicial ocurre fundamentalmente por multiplicación celular 
(Brecx et al, 1983; Bos et al, 1999).  
 
Una aportación relevante proporcionada por Dige et al (Dige et al, 
2007), después de estudiar un B-PD de 12 horas, fue que “la mayoría 
de los planos analizados estaban próximos a la superficie del cristal”. La 
razón esgrimida por estos autores es que las colonias monocapa de 
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bacterias morfológicamente alargadas o filamentosas, se orientan 
predominantemente con su eje mayor paralelo a la superficie del 
sustrato; por el contrario, las bacterias pleomórficas de las colonias 
multicapa se orientan frecuentemente con su eje mayor perpendicular a 
la superficie (Nyvad y Fejerskov, 1987a; Nyvad y Fejerskov, 1987b; 
Nyvad y Fejerskov, 1989), lo que dificulta considerablemente distinguir 
entre especies cocoides y pleomórficas en el plano x-y. En la mayoría 
de los individuos se observan grandes cocos de 1-2 "m de taxonomía 
desconocida, típicamente asociados por parejas, tétradas o acúmulos. 
Este patrón de crecimiento se confirmó por la presencia de 
microcolonias que protuían formando estructuras con forma de 
“chimenea”. Dige et al (Dige et al, 2007) señalaron que “este particular 
patrón de crecimiento podía reflejar un entorno físico constreñido 
durante la etapa de expansión del biofilm”. 
 
En varios estudios in vivo sobre B-PD de al menos 24 horas de 
evolución, las imágenes proporcionadas por el microscopio electrónico 
sugerían que el biofilm tenía una arquitectura compacta (Listgarten et al, 
1975; Listgarten, 1976; Nyvad y Kilian, 1987). Por el contrario, en base 
a las observaciones efectuadas posteriormente mediante CLSM, 
numerosos autores coinciden en que el B-PD tiene una arquitectura 
abierta y heterogénea, que se caracteriza por la presencia de un 
sistema complejo de canales y oquedades, que forman parte de la 
propia estructura del biofilm (Wood et al, 2000; Auschill et al, 2001; 
Zaura-Arite et al, 2001; Auschill et al, 2004; Arweiler et al, 2004). Las 
primeras descripciones de la arquitectura del B-PD in vivo se deben a 
Wood et al (Wood et al, 2000), que confirmaron la heterogeneidad 
estructural de un biofilm de 4 días en términos de distribución de 
células, matriz y oquedades. Sorprendentemente, todas las muestras 
analizadas contenían poros y canales llenos de fluido, que en ocasiones 
ocupaban todo el grosor del biofilm. Estos canales estaban rodeados 
por agregados de células y matriz extracelular, y colonizados por un 
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escaso número de bacterias, como demostraron Dige et al (Dige et al, 
2007) aplicando técnicas de gran magnificación. Auschill et al (Auschill 
et al, 2001), al analizar un B-PD de 5 días, localizaron unas oquedades 
con morfología de “burbujas” en el grosor del biofilm que no se teñían 
con los fluorocromos convencionales, sugiriendo que podrían estar 
rellenas de sustancias biológicas como exopolisacáridos y 
glicoproteínas. En este sentido, Dige et al (Dige et al, 2007) 
reconocieron que, para clarificar definitivamente la estructura de estos 
canales y oquedades, eran necesarios más estudios in vivo, aplicando 
sondas fluorescentes para componentes específicos de la matriz. 
 
En 2006, Robinson et al (Robinson et al, 2006) comunicaron dos 
interesantes aspectos sobre la arquitectura de un B-PD de 7 días de 
evolución: la presencia de un patrón bastante consistente en la 
distribución de la biomasa (la densidad de la biomasa aumentaba hacia 
el interior de la interfase placa-saliva) y la frecuencia de canales 
también disminuía en esta dirección. Esta arquitectura abierta del B-PD, 
con canales y huecos, presumiblemente proporciona una comunicación 
directa entre el ambiente de la cavidad oral y la superficie del esmalte 
(Wood et al, 2000). Este particular “sistema circulatorio” podría tener 
importantes implicaciones para el desplazamiento de los ácidos 
orgánicos que dañan el esmalte, las toxinas bacterianas y otros 
antígenos, así como para la liberación de agentes antimicrobianos en 
las dianas seleccionadas en el interior del biofilm (Wood et al, 2000), 
aunque la función de esta red de canales aún no se ha aclarado 
definitivamente (Dige et al, 2007).  
 
En la misma línea de estos hallazgos descritos en biofilm joven de 
12 horas (Dige et al, 2007), algunos investigadores afirman que el 
patrón y el grado de repoblación bacteriana en B-PD de 1 y 2 días de 
evolución varía ostensiblemente no sólo entre individuos, sino también 
entre superficies en un mismo individuo (Zaura-Arite et al, 2001; Dige et 
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al, 2007; Dige et al, 2009b). Además, Zaura-Arite et al (Zaura-Arite et al, 
2001) y Dige et al (Dige et al, 2007) demostraron que la complejidad del 
biofilm aumentaba con el tiempo de maduración y el grosor. En los 
especímenes gruesos es posible identificar determinados patrones 
estructurales, como acúmulos de células elongadas, posicionadas 
perpendicularmente a la superficie externa de la placa y separadas por 
áreas acelulares con pequeñas conexiones entre los espacios 
adyacentes (Zaura-Arite et al, 2001). Por otra parte, Dige et al (Dige et 
al, 2007) describieron la colonización bacteriana progresiva del sustrato, 
en la que coexisten áreas monocapa entremezcladas con otras 
multicapa. Estos autores estimaron que en los B-PD de 2 días podía 
haber diferencias interindividuales -de hasta 12,5 veces- en el número 
de bacterias totales que colonizan las superficies (Dige et al, 2009a).  
 
Con la finalidad de investigar la relación entre la fisiología y la 
estructura del B-PD, von Ohle et al (von Ohle et al, 2010) analizaron la 
actividad metabólica -consumo de oxígeno y formación de ácido- en un 
biofilm de 3 días expuesto a sacarosa. La adición de este azúcar tiene 
un impacto significativo en la producción de iones de hidrógeno y en la 
acidificación (con un factor multiplicativo de hasta 1.000), por lo que el 
pH en la base del biofilm disminuyó hasta valores que oscilaron entre 
3,97 y 4,66 (en contraste con el pH neutro que es de 7). Estos autores 
señalaron, además, que el grado de acidificación varía entre individuos 
en función de factores del huésped y del componente bacteriano del 
propio biofilm, que condicionan su grosor, la concentración de bacterias 
acidofílicas y la bioquímica salival.  
 
Viabilidad bacteriana 
En algunos estudios, en los que se aplicaron técnicas convencionales 
de cultivo microbiológico y fluorescencia vital, se demostró que en la 
placa dental joven y escasa predominaba la materia muerta sobre los 
microorganismos vivos (Netuschil et al, 1995; Weiger et al, 1995 y 
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Weiger et al, 1997). En la misma línea, en 1998, Netuschil et al 
(Netuschil et al, 1998), analizando especímenes de B-PD in vivo de 1, 2 
y 3 días mediante CLSM, localizaron bacterias vivas preferentemente en 
la parte superior de un estrato denso de material muerto. Por el 
contrario, Zaura-Arite et al (Zaura-Arite et al, 2001) observaron, en 
muestras de B-PD de 2 días, que los acúmulos de bacterias vivas se 
entremezclaban con material muerto. Este hallazgo sustenta la hipótesis 
de que las bacterias muertas, más que las vivas, se adhieren a 
superficies sólidas, aunque otra posible explicación radica en los 
factores antibacterianos presentes en la saliva humana y en sus efectos 
sobre el B-PD (Scannapieco, 1994; Kage y Bernimoulin, 1995; Tenovuo 
1998; Weiger et al, 1999). 
 
Los microorganismos vivos, localizados sobre estos estratos 
muertos o embebidos en ellos, pueden ser responsables del ulterior 
crecimiento de la placa (Netuschil et al, 1998). Las bacterias muertas 
proporcionan suplementos nutritivos que favorecen el rápido crecimiento 
de la flora viva (Critchley 1969; Wimpenny 1995, Netuschil et al, 1998) y 
la protegen contra los agentes antibacterianos del propio ecosistema 
oral (Auschill et al, 2001). En consecuencia, se ha determinado que el 
material celular muerto representa un componente primordial de la 
biomasa durante los estadios iniciales de acumulación y desarrollo del 
B-PD (Netuschil et al, 1998; Auschill et al, 2001). En estos biofilms se 
han descrito estructuras cavitadas (“agujeros negros”) rodeadas por 
bacterias vivas, lo que podría significar que estas bacterias tienen 
acceso directo a los nutrientes que difunden a través de poros y 
oquedades (de Beer et al, 1994; Lawrence et al, 1991; Singleton et al, 
1997). 
 
En los estudios realizados in vivo por Arweiler et al (Arweiler et al, 
2004), Auschill et al (Auschill et al, 2005) y von Ohle et al (von Ohle et al, 
2010) sobre la vitalidad del biofilm tras 2 y 3 días de maduración, se 
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alcanzó una vitalidad bacteriana media de 60-77%. En otra serie, la 
viabilidad en un B-PD de 5 días fue de 57-63% (Arweiler et al, 2008). 
Algunos autores han señalado que la vitalidad bacteriana aumenta a 
medida que lo hace el período de maduración del biofilm y 
consecuentemente su grosor (Auschill et al, 2001; Zaura-Arite et al, 
2001). 
 
Se han descrito grandes diferencias inter-individuales en la 
disposición de las bacterias vivas y muertas (Zaura-Arite, 2001), por lo 
que no parece existir un patrón general de distribución de la vitalidad 
bacteriana (Zaura-Arite, 2001; von Ohle et al, 2010). Por el contrario, 
Arweiler et al (Arweiler et al, 2004) sugirieron que en cada participante 
en estos estudios existe un ambiente ecológico relativamente constante, 
lo que obviamente conduce a un patrón de identidad microbiana. En 
este sentido, Arweiler et al (Arweiler et al, 2004) identificaron 3 patrones 
de vitalidad en el B-PD de 2 días: en el primero, un gran número de 
bacterias muertas (vitalidad baja) se acumulan en las capas más 
próximas al sustrato, la vitalidad aumenta en los estratos más altos y 
termina nuevamente con valores bajos en los estratos más superficiales 
del biofilm; en el segundo patrón, cuando estas bacterias son 
recubiertas por células vivas, o proliferan algunas de las bacterias que 
todavía sobreviven o son cultivables, forman una nueva capa de B-PD 
vital; en el tercer patrón, el biofilm exhibe valores elevados de vitalidad 
bacteriana en la capa próxima al sustrato, disminuyendo 
progresivamente hacia el exterior.  
 
Auschill et al (Auschill et al, 2001) observaron que la distribución 
de la vitalidad bacteriana en B-PD acumulados sobre superficies lisas 
durante 5 días tenía un perfil similar al primer patrón descrito: el 
porcentaje de bacterias vivas era más bajo en el área adyacente a la 
superficie del esmalte, aumentaba siguiendo el eje z hacia la zona 
central y disminuía nuevamente hacia los estratos exteriores. Por el 
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contrario, Arweiler et al (Arweiler et al, 2008) demostraron en un B-PD 
de 5 días, un patrón de vitalidad más parecido al segundo de los que 
hemos descrito, con valores más bajos en los estratos inferiores 
(vitalidad= 51%) y más altos en las capas superficiales (vitalidad= 65%), 
confirmando que las bacterias próximas al sustrato suelen ser 
metabólicamente inactivas (zonas latentes) (ten Cate y Marsh, 1994; 
Netuschil et al, 1998). 
 
Arweiler et al (Arweiler et al, 2004) describieron una gran 
variabilidad no sólo inter-individual sino también intra-individual (entre 
las diferentes capas del grosor del biofilm) en un B-PD de 2 días. Sin 
embargo, estos mismos autores, en un trabajo publicado posteriormente 
(Arweiler et al, 2008), no detectaron diferencias estadísticamente 
significativas en la vitalidad bacteriana entre las capas basales, 
intermedias y superficiales de un B-PD de 5 días.  
 
Topografía bacteriana 
El B-PD es un ecosistema microbiano complejo que se caracteriza por 
su variabilidad espacio-temporal en la composición de especies 
bacterianas. A pesar de esta versatilidad, se ha consensuado que el B-
PD tanto supra- como subgingival se desarrolla siguiendo un patrón 
secuencial y reproducible (Palmer et al, 2003). La colonización 
microbiana de la superficie de los dientes es un proceso selectivo, en el 
que, como se ha señalado previamente, en el biofilm inicial predominan 
determinadas especies bacterianas, a las que se suman los 
colonizadores secundarios (Kolenbrander y London, 1993; Quirynen et 
al, 2005). Diaz et al (Diaz et al, 2006) señalaron que la caracterización 
de la microflora inicial constituye el primer escalón para comprender las 
interacciones entre los miembros de la comunidad que modelan el 
subsiguiente desarrollo del biofilm. Estos autores, aplicando métodos de 
biología molecular en una muestra de esmalte, determinaron in vivo la 
diversidad microbiana de un B-PD joven (de 4 y 8 horas). En los 3 
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participantes los microorganismos predominantes fueron Streptococcus 
spp., fundamentalmente del grupo Streptococcus oralis/Streptococcus 
mitis; otros géneros observados con frecuencia fueron Actinomyces, 
Gemella, Granulicatella, Neisseria, Prevotella, Rothia y Veillonella.  
 
Dige et al (Dige et al, 2009a), aplicando un método estereológico 
para la cuantificación de bacterias en B-PD in vivo en función del tiempo 
(6 horas, 12 horas, 1 y 2 días), descubrieron que durante el período de 
observación, en la mayoría de los participantes en el estudio existía una 
relación relativamente constante entre la concentración de 
Streptococcus y otros géneros bacterianos (el número de Streptococcus 
era aproximadamente 15 veces mayor que el de otras bacterias). En 
consecuencia, estos autores afirmaron que los Streptococcus spp. 
desempeñan un papel relevante en el incremento de la masa total de 
los biofilms jóvenes durante su período de desarrollo. Según Jung et al 
(Jung et al, 2010), los Streptococcus spp. exhiben dos propiedades 
especialmente notables en este contexto: por un lado, su tiempo de 
duplicación es de sólo 1,4 horas, considerablemente más corto que el 
de otras especies bacterianas (Beckers y van der Hoeven, 1984); por 
otra parte, expresan numerosas adhesinas, con afinidad por los 
receptores de la película adquirida que recubre el esmalte (Douglas, 
1994; Scannapieco, 1994; Demuth et al, 1996; Egland et al, 2001; 
Takahashi et al, 2002). La presencia de otras bacterias aerobias como 
Neisseria spp. o aerotolerantes como Gemella spp., puede proporcionar 
un nicho ecológico favorable para la colonización subsiguiente o 
concomitante de anaerobios facultativos y estrictos, que habitualmente 
completan la transición de aerobias a anaerobias que culmina el 
desarrollo del biofilm bacteriano oral (Marsh y Martin, 1999). En este 
sentido, von Ohle et al (von Ohle et al, 2010) demostraron la existencia 
de una zona de anaerobiosis (con valores de saturación de oxígeno 
inferiores a 0,5%) en los estratos más profundos del B-PD de 3 días, 
generados in vivo.  
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Diaz et al (Diaz et al, 2006) señalaron que el B-PD de cada 
individuo es único en términos de diversidad y composición, lo que 
sugiere que las interacciones espacio-temporales y los cambios 
ecológicos inherentes a la maduración del biofilm son individuo-
dependientes (Diaz et al, 2006). En este sentido, Dige et al (Dige et al, 
2009a) encontraron diferencias inter-individuales de hasta 12,5 veces 
en el número total de Streptococcus spp. que colonizaban biofilms de 2 
días. Se ha postulado que los miembros de una comunidad bacteriana 
específica se han adaptado entre ellos y con el hospedador, creando 
relaciones entre los integrantes de dicha comunidad que garantizan su 
reproducibilidad espacio-temporal y su estabilidad en términos de 
composición bacteriana (Diaz et al, 2006). La estabilidad de los 
ecosistemas se correlaciona con la diversidad (McCann, 2000; Boles et 
al, 2004) y la resiliencia de los B-PD puede acentuarse cuando aumenta 
su microdiversidad (Palmer et al, 2006). En general el B-PD es una 
comunidad con una importante resiliencia; si se efectúan prácticas de 
higiene oral adecuadas, la placa supragingival se elimina diariamente, 
pero rápidamente se restablece (Marsh y Martin, 1999). 
 
Como ya se ha comentado en la sección 1.2.2., un factor 
determinante para la colonización inicial en la primera etapa de 
formación del B-PD es la película adquirida salival, imprescindible para 
las posteriores fases de adhesión y colonización bacteriana de la 
superficie del diente (Lendenmann et al, 2000). En este sentido, Jung et 
al (Jung et al, 2010) demostraron que en el B-PD in vivo no hay una 
adhesión directa de los microorganismos a las superficies de dentina y 
esmalte. Por consiguiente, siempre existen estructuras de la película 
que comunican las bacterias y los tejidos duros del diente (bajo el 
microscopio electrónico de barrido, el grosor medio de la película 
adquirida es de 10-20 nm sobre las superficies de dentina y de hasta 




Dos procesos fundamentales para el desarrollo del biofilm son la 
coadhesión y la coagregación (sección 1.2.2.). Aunque numerosos 
investigadores han estudiado in vitro la coagregación bacteriana (Cisar 
et al, 1979; Guggenheim et al, 2001b; Foster y Kolenbrander, 2004; 
Nagaoka et al, 2008), es difícil establecer la existencia y el significado 
de la coagregación in vivo (Palmer et al, 2003; Palmer, 2010). Se 
considera que esta propiedad favorece el predominio de los 
Streptococcus spp. sobre otros colonizadores primarios. Estos 
estreptococos, una vez que se unen al esmalte, actúan como un nuevo 
sustrato al que se adhieren otros Streptococcus spp. así como bacterias 
de otros géneros (Kolenbrander et al, 2002), favoreciendo el desarrollo 
de comunidades multibacterianas. Por este motivo, en la mayoría de los 
trabajos realizados in vivo, las investigaciones se han focalizado en las 
interacciones de los estreptococos entre sí y con otros géneros 
bacterianos, durante los estadios iniciales de formación del B-PD 
(Palmer et al, 2003; Palmer et al, 2006; Chalmers et al, 2007; Dige et al, 
2007). 
 
Con respecto al B-PD de menos de 24 horas, Dige et al (Dige et al, 
2007), aplicando CLSM y FISH, realizaron una descripción sistemática 
del patrón inicial de formación del biofilm sobre superficies de vidrio. 
Estos autores observaron que, tras períodos de 6 y 12 horas, las 
bacterias constituían pequeños agregados monocapa compuestos sólo 
por Streptococcus spp., sólo por otras bacterias o mixtos. Palmer et al 
(Palmer et al, 2003) evaluaron el papel de la coagregación intragenérica 
(entre Streptococcus spp.) e intergenérica (entre Streptococcus spp. y 
Actinomyces spp.) en la formación de un B-PD de 4-8 horas sobre 
discos de esmalte. Sus resultados indicaron claramente la 
omnipresencia de interacciones entre diferentes células cocoides, bien 
de carácter intragenérico (p. ej., S. oralis 34 con S. gordonii DL1) o bien 
intraespecie (p. ej., S. sanguis SK163 con S. sanguis SK1). Aunque los 
Actinomyces spp. representaron sólo un pequeño porcentaje del B-PD 
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joven, la coexistencia de células marcadas con anticuerpos contra las 
fimbrias tipo 2 de Actinomyces naeslundii T14V (anti-tipo-2) y de células 
marcadas con anticuerpos contra los receptores de polisacáridos de los 
estreptococos (anti-RPS), constituye una prueba indiscutible de que la 
coagregación y la coadherencia comienzan en los estadios iniciales de 
formación del B-PD (Palmer et al, 2003). 
 
Se ha especulado que el reconocimiento intercelular entre 
Streptococcus spp. y Veillonella spp. puede ser particularmente 
importante para la formación de placa supragingival, por lo que algunos 
autores han analizado esta hipótesis en un modelo humano in vivo 
(Palmer et al, 2006; Chalmers et al, 2007). Al examinar un B-PD de 6 
horas de maduración, Chalmers et al (Chalmers et al, 2007) detectaron 
células marcadas con anticuerpos anti-Veillonella en el grosor de 
agregados de estreptococos marcados con anticuerpos anti-PRS, lo que 
interpretaron como la coexistencia de comunidades bacterianas mixtas. 
Palmer et al (Palmer et al, 2006), demostraron que el fenotipo 
(coagregación y reactividad a anticuerpos específicos) y las 
características genotípicas (secuencias del gen ARN16S y perfil 
genético a nivel de especie) de las cepas dominantes en B-PD de 4 y 8 
horas eran variables, confirmando que la microdiversidad en la 
población de Veillonella era individuo-dependiente. En conclusión, estos 
autores sugirieron que esta personalización de la flora era consecuencia 
de la gran presión evolutiva que existe para la formación de un B-PD 
multiespecie, condicionado por los limitados recursos nutricionales de la 
saliva (Palmer et al, 2006). 
 
En relación a los B-PD de 24 o más horas de maduración, Dige et 
al (Dige et al, 2007) observaron que la composición de su microflora 
variaba de un individuo a otro, aunque en todos predominaban los 
estreptococos, entremezclados con otras bacterias aisladas o 
agrupadas. Al analizar el biofilm en el plano z, detectaron la presencia 
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de microcolonias que protuían formando estructuras parecidas a 
“chimeneas”, integradas fundamentalmente por bacterias no-
estreptocócicas rodeadas por estreptococos. El análisis pormenorizado 
de estas estructuras con forma de “chimenea” reveló características 
estructurales diferentes. Así, cuando la parte central de este complejo 
de microcolonias contenía bacterias no-estreptocócicas, estas bacterias 
solían ocupar todo el trayecto entre la superficie de soporte y la capa 
más externa del biofilm. Sin embargo, cuando la colonización del área 
central del biofilm era escasa, las secciones x-y en el plano z mostraban 
una región aparentemente sin teñir, cuyo diámetro era mayor en la 
proximidad de la superficie de soporte; además, la mayoría de estas 
“chimeneas” escasamente colonizadas estaban cubiertas por una 
“tapadera” de bacterias. En consecuencia, Dige et al (Dige et al, 2007) 
especularon que “estas estructuras podían representar el resultado de 
una interrelación nutricional determinada entre diferentes especies 
microbianas o de procesos específicos de adhesión/coagregación”. 
 
Se ha determinado que otros géneros bacterianos, como el 
Actinomyces, también participan en la colonización inicial de las 
superficies dentarias, representando hasta el 27% de las bacterias 
pioneras (Kilian et al, 1979; Nyvad y Kilian, 1987; Li et al, 2004). En este 
sentido, Gu et al (Gu et al, 2005) exploraron la posibilidad de emplear 3 
anticuerpos monoclonales bien caracterizados contra Streptococcus 
mutans, Actinomyces naeslundii y Lactobacillus casei, para identificarlos 
mediante CLSM en muestras de B-PD in vivo. En un biofilm de 2 días, 
S. mutans fue la especie predominate, mientras que L. casei y A. 
naeslundii se entremezclaban con los estreptococos en las mismas 
localizaciones. Posteriormente, Dige et al (Dige et al, 2009b) 
describieron el patrón de colonización dinámica que exhibe el A. 
naeslundii en las fases iniciales de formación del B-PD (6 horas-2 días), 
comparado con el de Streptococcus spp. y otras bacterias. Aunque a 
medida que maduraba el biofilm se comprobó un notable incremento del 
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número de Streptococcus spp.y de A. naeslundii, el ritmo de crecimiento 
de estos últimos disminuía como consecuencia de una ralentización de 
la división celular y por la formación de prolongaciones filamentosas 
(colonias aracniformes). En este trabajo, A. naeslundii presentó una 
gran variedad de morfotipos, que incluían formas cocoides 
(predominantes en los estadios iniciales), o alargadas y filamentosas 
(más habituales después de 1 ó 2 días). A. naeslundii se localizó 
primordialmente en la zona más profunda del B-PD multicapa, lo que 
indica que esta especie es una de las que se adhiere directamente a la 
película adquirida. 
 
En 2007, Al-Ahmad et al (Al-Ahmad et al, 2007) aplicaron FISH y 
CLSM para analizar in vivo los niveles de los géneros bacterianos más 
relevantes (Eubacterium spp., Streptococcus spp., Actinomyces 
naeslundii, Fusobacterium nucleatum y Veillonella spp.) en un B-PD de 
1, 2, 3, 5 y 7 días. Todas estas bacterias fueron identificadas en el curso 
de los 7 días de formación del biofilm y representaron el 35,5-59,8% de 
la masa bacteriana total. Se detectaron coagregaciones de 
Streptococcus spp., Actinomyces naeslundii, Fusobacterium nucleatum 
y Veillonella spp., confirmando el papel de los estreptococos orales 
particularmente en los estadios iniciales de formación del B-PD 
(representaron el 41% de las bacterias el día 1, frente al 13% el día 7); 
A. naeslundii constituyó el 18% de la microbiota en los primeros días, 
disminuyendo después de forma significativa. Sin embargo, los niveles 
de Veillonella spp. no variaron ostensiblemente durante el período de 
formación del biofilm y, paradójicamente, se constató un incremento 
progresivo de F. nucleatum en el biofilm más grueso y maduro (10% del 
total de bacterias el día 1, frente al 22% el día 7). 
 
Un artículo publicado por Wecke et al en 2000 (Wecke et al, 2000), 
probablemente es el primero en el que se evaluó el número y la 
distribución espacial de las espiroquetas en el biofilm subgingival. A 
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gran aumento se comprobó que las espiroquetas se entremezclaban 
con otras bacterias, aunque en ocasiones estaban aisladas en un área 
determinada (especialmente los treponemas). Los autores señalaron en 
sus conclusiones que aún no se disponía de información detallada 
sobre la estructura del B-PD en el hábitat subgingival.  
 
1.5. ELIMINACIÓN/CONTROL DEL BIOFILM ORAL MEDIANTE AGENTES 
ANTIMICROBIANOS 
Se han descrito varios métodos que pueden alterar los mecanismos de 
formación del biofilm oral, bien impidiendo su constitución, bien 
destruyendo el biofilm existente, o bien eliminando microorganismos 
individuales del interior del B-PD (Wilson y Pratten 1999). Como ya 
hemos señalado, el crecimiento de comunidades bacterianas 
estructuradas sobre una superficie difiere fenotípicamente de sus 
homólogos en fase planctónica (Hoyle et al, 1993; Costerton et al, 
1995). En consecuencia, se ha sugerido que las bacterias sésiles se 
comportan como células en un organismo multicelular (por ejemplo, 
colaborando y comunicándose como un sistema circulatorio básico) 
(Lewandowski et al, 1992; Singleton et al, 1997; Pratten et al, 2000). 
 
Estas características pueden explicar en parte, por qué las 
bacterias que constituyen un biofilm pueden ser entre 10 y 1000 veces 
más resistentes al tratamiento antimicrobiano que las que crecen en 
fase planctónica (Melsen et al, 1983; Anwar et al, 1992; Costerton et al, 
1995; Sissons et al, 1996; Wilson et al, 1996; Gilbert et al, 1997; 
Netuschil et al, 1997; Helmerhorst et al, 1999; Davies, 2003). 
Concretamente, Pratten y Wilson (Pratten y Wilson, 1999) demostraron 
que los microorganismos que crecían en un biofilm oral generado in 
vitro eran hasta 250 veces más resistentes a la clorhexidina que sus 
homólogos planctónicos (Pratten y Wilson, 1999). Incluso después de 
60 minutos de exposición a clorhexidina al 0,2%, un número sustancial 
de bacterias sobrevivían en el interior del biofilm (Wilson et al, 1998). 
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Este hallazgo podría justificarse en base a un ritmo de crecimiento lento 
del biofilm (Nickel et al, 1985; Gristina et al, 1987; Costerton et al, 1999), 
a problemas del agente antimicrobiano para penetrar en su grosor, o a 
su inactivación (Foley and Gilbert, 1997).  
 
Un prerrequisito para que un agente antimicrobiano sea eficaz, es 
que todas las bacterias que integran el biofilm estén expuestas a una 
concentración adecuada de dicho agente durante un tiempo 
determinado, a fin de que el biofilm se reduzca de forma clínicamente 
objetivable (von Ohle et al, 2010). La tasa de penetración del agente 
antimicrobiano, así como la profundidad que alcanza en el espesor del 
biofilm, dependen de factores como la estructura y la composición de 
dicho biofilm (Wood et al, 2000; Watson et al, 2005), aunque 
probablemente son más importantes su grosor (Stewart, 2003) y sus 
características físico-químicas (Wood et al, 2000; Watson et al, 2005). 
Se ha constatado que el transporte de partículas en el biofilm no es un 
proceso instantáneo (Watson et al, 2005), confirmándose que el paso 
de disoluciones con altas concentraciones de solutos a través de 
biofilms gruesos (> 1 mm) requiere de una exposición continua y 
prolongada en el tiempo, y que la penetración se retrasa aún más si el 
soluto interacciona con la biomasa (Stewart, 1998).  
 
Aunque no se ha confirmado definitivamente si la arquitectura del 
B-PD influye en la tasa o el patrón de transporte de partículas, en 
biofilms no-dentales se ha demostrado que la transferencia de solutos a 
través de los canales es más rápida que a través de la biomasa densa, 
porque la resistencia a la difusión es menor  (Zhang y Bishop, 1994) y/o 
por convección (de Beer y Stoodley, 1995). Mientras que la convección 
puede ser mínima en el B-PD, hay alguna evidencia de que las tasas de 
penetración de solutos a través del biofilm son inversamente 
proporcionales a la densidad de la biomasa (Tatevossian, 1985). La 
densidad del B-PD aumenta desde la capa externa más superficial 
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hacia su interior (Robinson et al, 2006), lo que explicaría por qué los 
solutos difunden con más facilidad en los estratos externos de la placa 
que entre los más profundos (Watson et al, 2005). No obstante, 
Robinson et al (Robinson et al, 2006) observaron que los B-PD de 7 
días, o al menos sus capas más externas, eran resistentes a insultos 
mecánicos y químicos (exponiendo el biofilm a cloruro sódico al 0,9% y 
al 9%, así como a un pH ácido), pero este escenario cambiaba 
dramáticamente ante la presencia de detergentes.  
 
Por otra parte, la penetración de solutos durante períodos de 
exposición muy breves (inferiores a 120 segundos) ha sido por el 
momento objeto de escasas investigaciones (Watson et al, 2005). Hasta 
la fecha, se han evaluado modelos de biofilm in vitro con rangos de 
exposición a agentes antimicrobianos desde varios minutos (Thurnheer 
et al, 2003) hasta horas (Stewart et al, 2001), lo cual tiene una 
relevancia limitada para la cavidad oral, en la que la exposición a los 
agentes antimicrobianos suele oscilar entre 30 segundos y 1 minuto 
(Schiött et al, 1970; Buckner et al, 1994; Serrano-Granger y Herrera, 
2005). 
 
En relación a la cavidad oral, se ha determinado que junto a la 
mejora individual de la higiene oral mecánica (por ejemplo 
complementando el cepillado con el empleo del hilo dental), la 
prevención y el tratamiento de la patología oral se alcanza incorporando 
productos coadyuvantes de higiene oral que contengan agentes 
antimicrobianos (Marsh, 2003). Para comprender mejor los efectos 
clínicos que proporcionan estos agentes en el interior del B-PD es 
necesario aplicar una metodología en la que el biofilm crezca 
directamente en el interior de la cavidad oral y en la que su estructura 
tridimensional no se distorsione con la manipulación (Wood et al, 2000; 
Beyth et al, 2010). Sin embargo, hasta el momento se han publicado 
muy pocos trabajos en los que, aplicando CLSM y técnicas de viabilidad 
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bacteriana, se hayan evaluado los efectos de estos agentes 
antibacterianos sobre el B-PD in vivo en diferentes momentos post-
exposición (Zaura-Arite et al, 2001; Arweiler et al, 2004; von Ohle et al, 
2010). Los principios activos más utilizados en la actualidad incluyen: 
clorhexidina, combinaciones de aceites esenciales, triclosán, cloruro de 
cetilpiridinio, y varias sales metálicas como compuestos de zinc y 
fluoruro de estaño. De todos ellos, los colutorios de clorhexidina se 
consideran el “gold standard”, ya que son los que han demostrado 
mayor eficacia en estudios microbiológicos y clínicos (McDonnell y 
Russell, 1999; Tomás et al, 2008; von Ohle et al, 2010).   
 
1.5.1. Efecto de la clorhexidina sobre modelos de biofilm de placa 
dental in vitro 
Biofilm monoespecie 
Millward y Wilson (Millward y Wilson, 1989) compararon los efectos de 
diferentes concentraciones de clorhexidina sobre S. sanguis en biofilm y 
en suspensión. Además de comprobar que a bajas concentraciones el 
efecto inhibitorio de la clorhexidina era transitorio, también demostraron 
que la CMI (concentración mínima inhibitoria) era mayor en las bacterias 
del biofilm y aumentaba a medida que éste iba madurando -lo que los 
autores imputaron a la agregación bacteriana-. Estos resultados fueron 
constatados posteriormente por otros autores (Larsen y Fiehn, 1995). 
Por el contrario, Pratten et al (Pratten et al, 1998b) estudiaron el efecto 
de las pulverizaciones de clorhexidina (0,05% y 0,2%) sobre biofilms de 
S. sanguis y en microcosmos de placa dental, no encontrando 
diferencias significativas en la viabilidad bacteriana en base a las 
distintas concentraciones del antiséptico, y sugiriendo que este 
resultado puede deberse a la naturaleza dinámica del sistema 
experimental empleado. Entre sus resultados más relevantes también 
señalaron la resistencia del biofilm a la acción del antiséptico -incapaz 
de eliminarlo después de 4 días de aplicación-, y la idoneidad de los 
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microcosmos de placa frente a los biofilms monoespecie, para 
reproducir la situación existente in vivo. 
 
En un estudio publicado por Decker et al en 2003 (Decker et al, 
2003), se comparó el efecto de la clorhexidina al 0,1% y del cloruro 
sódico sobre S. sanguis en forma planctónica y en biofilms generados 
sobre sustratos de vidrio y esmalte. Los resultados demostraron que la 
vitalidad bacteriana era menor en el B-PD conformado sobre el vidrio -lo 
que podría sugerir cierta influencia del sustrato- y, en contra de los 
hallazgos de estudios previos, una mayor susceptibilidad de las 
bacterias agregadas que de las planctónicas -según los autores porque 
el biofilm estaba en los estadios iniciales de formación-. Deng et al 
(Deng et al, 2004) también analizaron el efecto de varios sustratos 
(dentina bovina y poliacrilato) en biofilms de S. mutans tratados con 
clorhexidina al 0,2% durante 15 días; su resultado más relevante fue 
que la disminución de la viabilidad bacteriana fue más acusada en las 
muestras generadas sobre poliacrilato, confirmando que la naturaleza 
del sustrato afecta no sólo a la actividad metabólica sino también a la 
susceptibilidad de los biofilms a los antimicrobianos.  
 
En 2008, Decker et al (Decker et al, 2008) volvieron a analizar el 
efecto de la clorhexidina, pero esta vez combinada con xilitol, frente al 
xilitol como agente puro. Para ello cuantificaron la viabilidad bacteriana 
en biofilms de Streptococcus spp. cariogénicos (S. sanguis y S. mutans). 
Los resultados de esta investigación demostraron que S. mutans era 
más susceptible a la clorhexidina que S. sanguis -que expresa 
resistencia natural-, y que la combinación de xilitol y clorhexidina tenía 
un efecto antimicrobiano significativo sobre los biofilms de S. sanguis, 
en comparación con el efecto producido por ambos agentes puros.  
 
Numerosos autores han evaluado in vitro la actividad 
antimicrobiana de diferentes agentes químicos sobre un B-PD 
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monoespecie, empleando la clorhexidina como “gold standard” de 
referencia. A continuación se comentan los resultados de los trabajos 
más representativos. Wilson et al (Wilson et al, 1996) analizaron el 
efecto del cloruro de cetilpiridinio (0,05%) y de la clorhexidina (0,2%) en 
biofilms y formas planctónicas de S. sanguis, demostrando que la 
clorhexidina tenía mayor eficacia antimicrobiana. En 1997, Thrower et al 
(Thrower et al, 1997) estudiaron el efecto de 3 colutorios con triclosán, 
cloruro de cetilpiridinio y clorhexidina (0,12%) frente a Aggregatibacter 
actinomycetemcomitans en forma de biofilm o planctónica, concluyendo 
que la clorhexidina tenía mayor actividad y que la evaluación de 
colutorios antimicrobianos debía llevarse a cabo en bacterias que hayan 
crecido formando biofilms. En 1998, Pratten et al (Pratten et al, 1998c) 
estudiaron el efecto de esos 3 mismos colutorios sobre la viabilidad de 
biofilms de S. sanguis, formados sobre diferentes sustratos 
(hidroxiapatita, esmalte bovino y politetrafluoroetileno), demostrando 
que la mayor eficacia se obtenía con triclosán y clorhexidina, y que los 
resultados estaban condicionados por la naturaleza del sustrato. En 
2005, Decker et al (Decker et al, 2005) analizaron el efecto del chitosán 
y la clorhexidina (0,1%) en la vitalidad de bacterias sésiles y 
planctónicas de S. sanguis, demostrando que la combinación de ambos 
agentes era más eficaz sobre las bacterias planctónicas que su 
aplicación por separado. Ese mismo año, Wirthlin et al (Wirthlin et al, 
2005) compararon la eficacia de clorhexidina (0,12%) y dióxido de 
clorina (0,1%) sobre S. sanguis en biofilm y forma planctónica; la 
clorhexidina provocó una disminución significativa del número de 
bacterias viables, mientras que el efecto de la clorina no fue reseñable. 
 
Biofilm multiespecie 
Kinniment et al (Kinniment et al, 1996b) desarrollaron un método para 
evaluar agentes antimicrobianos sobre biofilms de 9 especies 
bacterianas creados en el CDFF. Después de comparar el efecto de 
diferentes concentraciones de clorhexidina (0,0125% y 0,125%), 
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concluyeron que la concentración más baja tenía un efecto limitado, 
mientras que con la más alta se obtuvo una inhibición diferencial y 
significativa. 
 
En 1998, Pratten et al (Pratten et al, 1998a) publicaron un artículo 
en el que, después de crear biofilms compuestos por 6 especies 
bacterianas sobre discos de esmalte bovino utilizando el CDFF (con una 
composición similar a la de la placa supragingival), analizaron su 
susceptibilidad a la clorhexidina. Para ello expusieron las muestras a la 
acción del antiséptico al 0,2% durante 1, 5 y 60 minutos; posteriormente 
cuantificaron las bacterias supervivientes mediante cultivos y con la 
ayuda de la tinción LIVE/DEAD® BacLight™. La exposición a la 
clorhexidina durante 1 y 5 minutos no tuvo un efecto destacable en la 
viabilidad de ninguna de las 6 especies, mientras que la exposición 
durante 60 minutos produjo una mortalidad significativa, lo que, según 
los autores, demostraba la importancia de la sustantividad de los 
agentes antimicrobianos. Este mismo grupo (Wilson et al, 1998), 
aplicando una metodología similar, evaluó la repercusión de 
implementar los microcosmos de placa dental con un suplemento de 
sacarosa. El resultado más destacable fue que, a pesar de que se 
redujo el contaje de bacterias viables, numerosos microorganismos 
sobrevivieron a la exposición durante 1 minuto, mientras que sólo el 2-
4% de la población bacteriana era viable después de 60 minutos de 
exposición a la clorhexidina.  
 
Un año más tarde, Pratten y Wilson (Pratten y Wilson, 1999) 
repitieron el mismo diseño metodológico, para evaluar el efecto de 2 
pulverizaciones diarias con gluconato de clorhexidina al 0,2% sobre la 
viabilidad y la composición de los microcosmos de placa. Los resultados 
demostraron que pasadas 120 horas desde la última pulverización aún 
existía una cierta reducción en el contaje total de bacterias, pero que 
después de 216 horas la población bacteriana superaba los niveles 
Introducción 
73 
basales. Otras conclusiones relevantes fueron que la proporción de 
especies presentes después de pulverizar fue diferente a la que existía 
previamente, y que las bacterias de los biofilms suplementados con 
sacarosa eran menos susceptibles a la acción de la clorhexidina, a 
pesar de que la pulverización afectó considerablemente a la 
composición y estructura de éstos. 
 
Roberts et al (Roberts et al, 2002) cuantificaron el crecimiento del 
biofilm de S. mutans y P. gingivalis en la superficie de placas de 
microtitulación, y determinaron su CMI para clorhexidina. Mediante 
análisis microscópico comprobaron que el crecimiento de las dos 
especies era concluyente en la base de las placas, y que la morfología 
del biofilm de 6 días se caracterizaba por microcolonias bien definidas, 
huecos intersticiales y estructuras tipo “torre” de S. mutans; la CMI fue 
1,25 mg mL-1. Los autores recomendaron este sistema para generar 
biofilms reproducibles que permitan determinar su CMI frenta a distintos 
agentes antimicrobianos. 
 
Hope y Wilson (Hope y Wilson, 2004) volvieron a aplicar el CDFF y 
la tinción LIVE/DEAD® BacLight™ para analizar los efectos de la 
clorhexidina sobre microcosmos de placa dental, esta vez en relación 
con cambios en los perfiles de viabilidad. La diferencia con sus trabajos 
previos fue el empleo del microscopio confocal, el sustrato con discos 
de hidroxiapatita y que, en vez de confrontar diferentes tiempos de 
aplicación del antiséptico, se comparó el efecto de distintas 
concentraciones (0,05% y 0,2%). Las conclusiones más sobresalientes 
de este trabajo fueron las siguientes: las capas superficiales estaban 
compuestas primordialmente por bacterias viables y las más profundas 
por no viables; se produjeron menos cambios en el perfil de viabilidad 
con la clorhexidina a menor concentración; los efectos bactericidas se 
detectaron a los 3-5 minutos después de la exposición, lo que 
nuevamente parece confirmar que los biofilms bacterianos orales son 
Introducción 
74 
intrínsecamente menos susceptibles a los efectos del agente 
antimicrobiano que sus equivalentes planctónicos; la clorhexidina 
produjo una cierta contracción del biofilm. Esta última conclusión fue 
posiblemente la más novedosa y los autores la achacaron a las 
interacciones iónicas entre las cargas negativas de la matriz de 
exopolisacáridos y las positivas de las moléculas del antiséptico. Dichas 
interacciones podrían cambiar las propiedades físico-químicas de la 
matriz, que se vuelve más compacta, inhibiendo la difusión de solutos, 
pero paradójicamente los canales de agua que se abren podrían facilitar 
el transporte del agente antimicrobiano hasta las regiones más internas 
del biofilm. Este efecto de la contracción del biofilm parece estar 
relacionado con la concentración de la clorhexidina y aún no se ha 
explicado definitivamente. 
 
La clorhexidina también se ha utilizado como patrón de referencia 
para evaluar in vitro la eficacia antibacteriana de otros agentes químicos 
sobre biofilms multiespecie. En 2001, Guggenheim et al (Guggenheim et 
al, 2001a) desarrollaron y validaron un modelo de placa supragingival, 
constituido por 5 especies bacterianas que colonizaban discos de 
hidroxiapatita. Aplicando la tinción LIVE/DEAD® BacLight™, técnicas 
convencionales de cultivo y microscopía confocal, cuantificaron la 
eficacia del digluconato de clorhexidina y del triclosán. El efecto 
antibacteriano del triclosán fue menor y la respuesta a la clorhexidina 
resultó dosis-dependiente (la clorhexidina al 0,2% redujo la viabilidad 
del biofilm hasta el 0%). Un año después, Shapiro et al (Shapiro et al, 
2002) también demostraron la utilidad de un modelo de biofilm in vitro 
para evaluar preclínicamente soluciones antisépticas orales, aunque en 
este caso ensayaron 12 colutorios diferentes. El biofilm lo componían 5 
especies bacterianas (en algún caso también Candida albicans) y se 
formó sobre discos de hidroxiapatita. Sus resultados demostraron que la 
incorporación del hongo no condicionaba la eficacia de la clorhexidina y 
que los compuestos de origen botánico así como los fenólicos, eran 
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menos efectivos que la mayoría de los que contenían clorhexidina, 
hexetidina u octenidina.  
 
Más recientemente, Filoche et al (Filoche et al, 2007) realizaron un 
ensayo de fluorescencia para cuantificar la biomasa total viable de los 
microcosmos de placa generados en una boca artificial, bajo distintas 
condiciones de crecimiento y tras su exposición a varios antisépticos 
orales. Los resultados demostraron que la viabilidad de las muestras de 
3 días tratadas con clorhexidina o aceites esenciales no se afectaba, y 
que las expuestas al antiséptico desde el día 0 se recuperaban 
completamente 14 días post-tratamiento. En consecuencia, los autores 
sugirieron que la clorhexidina no tiene efecto a largo plazo en términos 
de viabilidad, aunque sí en la reducción de la biomasa. Por último, 
Takenaka et al (Takenaka et al, 2008) también desarrollaron un método 
para analizar la acción de un agente antimicrobiano dentro del biofilm, 
describiendo los patrones espaciales y temporales de la actividad de 
dichos antisépticos. El biofilm lo componían 3 especies bacterianas y se 
analizó con microscopía confocal. Los antimicrobianos con formulación 
a base de enzimas provocaban una pérdida de fluorescencia gradual, 
lenta y continua, mientras que el patrón de la clorhexidina era diferente, 
ya que la pérdida de fluorescencia comenzaba en la periferia de los 
grupos celulares y posteriormente progresaba hacia el interior. Los 
autores concluyeron que la información espacial de los biofilms es 
importante, ya que presentan una gran heterogeneidad estructural y 
fisiológica.  
 
1.5.2. Efecto de la clorhexidina sobre modelos de biofilm de placa 
dental in vivo 
A pesar de la gran cantidad de información disponible sobre la actividad 
antimicrobiana de la clorhexidina en el biofilm, hasta la fecha sólo se 
han publicado dos trabajos en los que se investigó in vivo el efecto de 
una única aplicación de éste antiséptico sobre el B-PD. Sin embargo, en 
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ambos estudios las muestras fueron tratadas y procesadas ex vivo, lo 
que los autores justificaron argumentando que esta metodología evitaba 
factores individuales como el empleo de colutorios, el flujo salival y otras 
propiedades de la saliva, así como sesgos inherentes al efecto de 
arrastre del antimicrobiano entre diferentes muestras y sus respectivos 
controles. En definitiva, el diseño metodológico ex vivo, permite 
comparar muestras generadas durante el mismo período experimental 
bajo condiciones similares (Zaura-Arite et al, 2001). 
 
En 2001, Zaura-Arite et al (Zaura-Arite et al, 2001) fueron los 
primeros autores que cuantificaron el efecto antimicrobiano de una 
única aplicación ex vivo de clorhexidina en muestras de B-PD formadas 
in vivo sobre discos de dentina bovina. Los discos fueron removidos a 
las 6 horas, 1 y 2 días, y divididos en dos mitades a través de una 
ranura central. Una de las mitades se recubrió durante 1 minuto con 50 
"L de digluconato de clorhexidina al 0,2%, mientras que la otra se 
sumergió en suero salino y se utilizó como control. Aunque hubo 
importantes diferencias inter-individuales, los autores señalaron que en 
el B-PD con menos de 65 "m de grosor el efecto bactericida del 
antiséptico fue pequeño y superficial. Los valores medios de vitalidad 
bacteriana en los discos de control y los tratados con clorhexidina 
fueron: a las 6 horas, 35% versus 18%; en las muestras de 1 día, 49% 
versus 34% en la capa más externa, 67% versus 42% en la media, y 
50% versus 48% en la capa interna; y en las muestras de 2 días, 52% 
versus 33% en la capa externa, 63% versus 42% en la media, y 54% 
versus 48% en la interna. Durante el período del experimento, los 
participantes mantuvieron su dieta habitual y llevaron un aparato 
removible intraoral portadiscos, que sólo retiraban 2 veces al día para 
cepillarse los dientes. Cabe señalar que el cepillado se efectuó con 
pasta dentífrica con fluoruro sódico, lo que probablemente pudo 




Recientemente, von Ohle et al (von Ohle et al, 2010) analizaron el 
efecto de la clorhexidina sobre la fisiología del B-PD suplementado con 
sacarosa, exponiendo ex vivo las muestras del biofilm durante 1 y 10 
minutos a 10 mL de una solución de este antiséptico al 0,2%. En contra 
de los resultados obtenidos por Zaura-Arite (Zaura-Arite et al, 2001), la 
clorhexidina redujo significativamente la vitalidad bacteriana (67% en el 
B-PD control frente a 2% y 0,7% en las muestras expuestas al 
antiséptico durante 1 y 10 minutos, respectivamente). Sin embargo, la 
clorhexidina no condicionó significativamente el metabolismo oxidativo, 
puesto que tras 10 minutos de exposición el biofilm todavía era 
fisiológicamente activo, lo que evidenciaba una aniquilación bacteriana 
incompleta y una readaptación funcional de las capas más profundas 
del biofilm. Un aspecto particularmente relevante de las aportaciones de 
estos autores fue que, si bien la viabilidad bacteriana tras 1 minuto de 
exposición estimada con la tinción LIVE/DEAD® BacLight™ fue del 2%, 
en un cultivo convencional fue del 58%, lo que permite asumir que tras 
exposiciones cortas algunas bacterias persisten cultivables aun cuando 
tengan sus membranas dañadas. Sin embargo, tras 10 minutos de 
exposición, el número de Unidades Formadoras de Colonias (UFC)/mL 
se redujo significativamente en comparación con el obtenido en el B-PD 
control.  
 
Por otra parte, von Ohle et al (von Ohle et al, 2010) también 
aplicaron un modelo de difusión simple para calcular la concentración 
de clorhexidina en función del tiempo de exposición y la profundidad 
que alcanza en el grosor del biofilm. Los autores asumieron que una 
concentración de clorhexidina al 0,1% debería ser clínicamente 
relevante en base a los siguientes argumentos: los valores de CMI de 
diferentes bacterias orales proporcionados por varios autores (rango 8-
500 mg/l) (Stanley et al, 1989); los valores de CIB (concentración de 
inhibición del biofilm) de Streptococcus sanguis fueron hasta 500 veces 
superiores a los de la CMI (Larsen y Fiehn, 1996); y la verificación 
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mediante microscopía electrónica del daño infringido a las membranas 
celulares (Vitkov et al, 2005). Aplicando una solución de clorhexina al 
0,2% durante 1 minuto, estimaron que las concentraciones de 0,1% o 
mayores sólo se obtenían a profundidades inferiores a 70 "m. El modelo 
predice que el antiséptico necesitaría 17,5 minutos para llegar a 
detectarse una concentración de clorhexidina del 0,1% en la base de un 
biofilm de 300 "m de grosor (como ocurre en los espacios 
interproximales u otras áreas retentivas). Sin embargo, si el grosor del 
B-PD de reduce a 100 "m, el tiempo necesario para que el antiséptico 
alcance la base del biofilm en concentraciones del 0,1% se reduce a 2 
minutos, y a 12 segundos cuando el B-PD no supera las 30 "m. En 
base a estas observaciones, estos autores concluyeron que es 
imperativo reducir el grosor del biofilm con medios mecánicos antes de 
exponerlo al antiséptico y que es improbable que el control del B-PD 































2. JUSTIFICACIÓN Y OBJETIVOS 
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Esta Tesis doctoral se gestó tras mi incorporación al grupo de 
investigación 1326 de la Universidad de Santiago de Compostela, que 
dirige la Dra. Inmaculada Tomás, entre cuyas líneas de trabajo 
prioritarias se incluía el análisis de la actividad antimicrobiana de 
determinados antisépticos orales como la clorhexidina (CHX). 
Inicialmente recurrimos a la cuantificación de colonias bacterianas en 
muestras de saliva cultivadas en placas convencionales y 
corroboramos la influencia de la concentración del antiséptico sobre su 
actividad antibacteriana, especialmente sobre la flora anaerobia estricta 
(Tomás et al, 2008). Aunque ésta era una metodología reconocida por 
la comunidad científica, algunos autores cuestionaron su fiabilidad y 
propusieron como alternativa las técnicas de fluorescencia, empleando 
fluorocromos específicos para el marcaje de bacterias viables y no 
viables, en base a la integridad de la membrana citoplasmática. En 




 Evaluar la actividad antimicrobiana in vivo de la CHX sobre la 
flora salival hasta 7 horas después de su utilización, aplicando una 
técnica de microscopía de epifluorescencia. 
 
Como los resultados obtenidos con ésta técnica (incorporando la 
solución LIVE/DEAD® BacLight™) demostraron que era eficaz para 
cuantificar en “tiempo real” la viabilidad bacteriana de la flora salival, 
decidimos investigar qué factores podían condicionar la potencia 
antimicrobiana del antiséptico. Primero analizamos la forma de 
administración de la CHX y comprobamos que los mejores resultados 
los proporcionaba un enjuague (frente a un gel, un spray y la aplicación 
del colutorio con una gasa) (García-Caballero et al, 2009). Después 
contrastamos una serie de factores intrínsecos -como la concentración 
de la CHX, el volumen aplicado y la duración del enjuague- y  
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extrínsecos -como comer, beber o masticar un chicle-, confirmando que 
la sustantividad del antiséptico no sólo estaba condicionada por su 
concentración, sino también por otros factores como la duración del 
enjuague o la práctica de determinadas actividades cotidianas (Tomás 
et al, 2010a). 
 
Estos resultados podrían contribuir a optimizar los protocolos de 
administración de antisépticos, especialmente en situaciones clínicas 
en las que se persigue una reducción significativa de la carga 
bacteriana durante un corto período de tiempo, como la prevención de 
complicaciones infecciosas tras un procedimiento odontológico. 
 
La idea de aplicar un antiséptico con fines profilácticos, exigía 
analizar su eficacia antimicrobiana en otros ecosistemas orales, 
particularmente en los que presentan características estructurales y 
fisiológicas diferentes a la saliva, como es el caso de la placa dental, 
cuyo interés aumenta si consideramos su papel primordial en el 
desarrollo de la caries y la enfermedad periodontal. Por ello, 




Analizar el efecto in situ de un enjuague de CHX sobre la 
viabilidad de las bacterias que conforman la placa dental, comparando 
los resultados con los obtenidos en la flora salival. Aunque utilizamos 
nuevamente la técnica de epifluorescencia en las muestras salivales, 
para poder estudiar íntegramente este biofilm sin desestructurarlo ni 
alterar su arquitectura, recurrimos al microscopio de barrido láser 
confocal. 
 
Por último, y dado que ya conocíamos las particularidades del 
comportamiento de la CHX en la saliva y la placa dental, intentamos 
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analizar nuevas variables -como la sustantividad a largo plazo y la 
influencia del ritmo circadiano- que también podrían condicionar la 




 Evaluar la  viabilidad bacteriana de la flora salival y de la placa 
dental hasta 12 horas después de la aplicación de un único enjuague 
de CHX, teniendo en cuenta el momento del día en el que se administra 
































3. MATERIAL Y MÉTODOS 
 
 
Material y métodos 
87 
3.1. SELECCIÓN DEL GRUPO DE ESTUDIO  
El grupo de estudio lo conformaron 40 voluntarios adultos con edades 
comprendidas entre 20 y 45 años que presentaban un buen estado de 
salud oral: mínimo de 24 dientes permanentes explorables, sin 
evidencia de gingivitis ni periodontitis (Community Periodontal Index 
score= 0) (World Health Organization, 1997), y ausencia de caries. Los 
criterios de exclusión aplicados fueron: fumar, ser portador de prótesis 
dentales o aparatos ortodóncicos, haber recibido antibióticos o utilizar 
de forma rutinaria antisépticos orales durante los últimos 3 meses, y 
padecer alguna enfermedad sistémica que provoque una alteración en 
la producción y/o composición de la saliva. Previamente al inicio del 
estudio, a todos los voluntarios se les efectuó una tartrectomía. En 
todos los casos se obtuvo por escrito el consentimiento informado de 
los participantes en el estudio. Este proyecto fue aprobado por el 
Comité de Ética de la Facultad de Medicina y Odontología de la 
Universidad de Santiago de Compostela.  
 
3.2. EVALUACIÓN DE LA SUSTANTIVIDAD DE LA CLORHEXIDINA SOBRE LA 
FLORA SALIVAL APLICANDO MICROSCOPÍA DE EPIFLUORESCENCIA 
 
3.2.1. Recogida de muestras salivales  
De 15 participantes del grupo de estudio se recogieron muestras de 
saliva no estimulada (1 mL) en condiciones basales, y a los 30 
segundos, 1, 3, 5 y 7 horas, después de realizar bajo supervisión:  
 
1) Un único enjuague de 10 mL durante 30 segundos de agua estéril 
(control negativo) (UE-agua).  
 
2) Un único enjuague de 10 mL durante 30 segundos con CHX al 0,2% 
en solución acuosa (Oraldine Perio®, Johnson & Johnson, Madrid, 
España) (UE-CHX 0,2%). 
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Los participantes no practicaron ninguna técnica de higiene oral 
desde la noche anterior al experimento. El día de la prueba, se les 
prohibió ingerir alimentos o bebidas desde 1 hora antes de la primera 
recogida de saliva y durante el transcurso del experimento. La recogida 
de muestras salivales se efectuó entre las 11:50 de la mañana (muestra 
basal) y las 7 de la tarde (última muestra recogida 7 horas después de 
concluir el enjuague). Aplicando un sistema de aleatorización 
equilibrada, todos los voluntarios efectuaron los 2 enjuagues, 
estableciéndose un “período de descanso” de 2 semanas entre las 
diferentes aplicaciones. Las muestras de saliva no estimulada se 
recogieron aplicando métodos previamente descritos (“spitting method”) 
(Navazesh y Christensen, 1982). 
 
3.2.2. Procesamiento y análisis de las muestras salivales 
La solución de fluorescencia LIVE/DEAD® BacLight™ (Molecular 
Probes, Leiden, Holanda) compuesta por SYTO-9 y yoduro de propidio 
se preparó siguiendo las recomendaciones del fabricante en 5 mL de 
agua esterilizada y filtrada usando un filtro de membrana Millipore de 
0,22 "m (Millipore Ibérica S.A., Madrid, España), alcanzando una 
proporción 1:1 de ambos fluorocromos y se conservó a -20º C. Las 
muestras de saliva se centrifugaron a 2000 rpm durante 6 minutos. El 
sobrenadante se desechó y el pellet obtenido fue resuspendido en 100 
µL de agua estéril. Después de agitar la suspensión bacteriana para 
homogeneizarla, se mezcló con 100 µL de la solución de fluorescencia 
y se almacenó en la oscuridad a temperatura ambiente durante 15 
minutos. La tinción dual, compuesta por SYTO 9 y yoduro de propidio, 
permite diferenciar las bacterias que tienen sus membranas 
citoplasmáticas intactas de aquéllas que presentan las membranas 
dañadas, ya que las primeras emiten fluorescencia verde y las dañadas 
fluorescencia roja, como se muestra en la Figura 7. La observación 
microscópica la realizaron 2 investigadores que desconocían el diseño 
del estudio, empleando un microscopio Olympus BX51 (Olympus, 
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Tokio, Japón) equipado con un set de filtros para fluoresceína y Texas 
Red. Las longitudes de onda de excitación (rango de emisión) para el 
SYTO 9 y el yoduro de propidio son 488 nm (492-550 nm) y 561 nm 
(588-655 nm) respectivamente.  
 
El contaje de bacterias viables y no-viables se realizó a gran 
aumento (100x) en 20 campos microscópicos (10 campos por 
portaobjetos) que presentaban un mínimo de 100 bacterias y se 
excluyeron los agregados bacterianos (Figura 8). Se calculó el 
porcentaje medio de viabilidad bacteriana de cada muestra salival y a la 
diferencia en el porcentaje de bacterias viables entre 2 muestras 
salivales se le denominó “Reducción de la Viabilidad” (RV). Los valores 
positivos de RV representan un descenso de la vitalidad bacteriana y 
los valores negativos de RV un incremento de la vitalidad bacteriana.   
 
Simultáneamente, para contrastar los resultados obtenidos con la 
microscopía de epifluorescencia versus cultivos en placa, en 5 
participantes se recogieron muestras de saliva no estimulada (2 mL) en 
condiciones basales, y a los 30 segundos, 1, 3, 5 y 7 horas después de 
realizar el UE-CHX 0,2%. Se efectuaron diluciones seriadas y las 
muestras resultantes se cultivaron y subcultivaron en medios de cultivo 
convencionales para el aislamiento de bacterias aerobias, anaerobias 
facultativas y anaerobias estrictas, tal y como se describió previamente 
(Tomás et al, 2008). Se determinó el número de Unidades Formadoras 
de Colonias (UFC)/mL y los resultados se expresaron en logaritmos 
decimales (log10 UFC/mL).  







Figura 7. Bacterias de la flora salival sobre células epiteliales (objetivo 100x). 
a) Con predominio de membranas intactas (emitiendo fluorescencia verde).  
b) Con predominio de membranas dañadas (emitiendo fluorescencia roja). 
 
 
a   10 !m 
b 
  10 !m 




Figura 8. El contaje de bacterias viables y no-viables se realizó en 20 campos 
microscópicos (10 campos por cada portaobjetos) que presentaban un 
mínimo de 100 bacterias. 
 
 
3.3. EVALUACIÓN DE LA SUSTANTIVIDAD DE LA CLORHEXIDINA SOBRE LA 
FLORA SALIVAL Y EL BIOFILM DE PLACA DENTAL 
 
3.3.1. Confección de una férula porta-discos individualizada  
A 15 participantes del grupo de estudio se les confeccionó una férula 
individualizada de la arcada inferior para albergar 6 discos de cristal (6 
mm de diámetro, 1 mm de grosor) pulidos a 4000 grid. Esta férula 
consta de 2 planchas de vinilo. La interna tiene 1 mm de grosor y es la 
que proporciona retención y soporta los discos, mientras que la externa 
es de 0,5 mm de grosor y está fenestrada para permitir el contacto de la 
superficie vestibular de los discos con la saliva, a la vez que éstos se 
encuentran protegidos de la acción de las mejillas y la lengua (Figura 
9a). Se colocaron 3 discos en una hemiarcada y los 3 restantes en la 
contralateral. El disco 1 o anterior se colocó entre la porción distal del 
canino y la mesial del primer premolar; el disco 2 o medio entre la distal 
del segundo premolar y la mesial del primer molar; el disco 3 o posterior 
entre la distal del primer molar y la mesial del segundo molar (Figura 
9b).  
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Durante 48 horas, cada voluntario portó la férula con los discos de 
cristal para favorecer el crecimiento del biofilm bacteriano (Figura 9c), 
retirándola de la cavidad oral únicamente durante las comidas (tiempo 
durante el cual la férula permanecía en una solución salina fisiológica 
estéril) y para efectuar maniobras de higiene oral (basadas 
exclusivamente en la remoción mecánica de la placa bacteriana sin el 























Figura 9a. Diseño de la férula doble porta-discos de cristal. 
1- Férula interna en contacto con la arcada dentaria inferior. 
2- Disco de cristal. 





















Figura 9b. Imagen de la férula porta-discos individualizada. 
D1 (Disco 1): Colocado entre la porción distal del canino y la mesial del 
primer premolar. 
D2 (Disco 2): Colocado entre la porción distal del segundo premolar y la 
mesial del primer molar. 
D3 (Disco 3): Colocado entre la porción distal del primer molar y la 
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3.3.2. Recogida de muestras de saliva y biofilm de placa dental 
De cada uno de los voluntarios se recogieron muestras de saliva no 
estimulada (1 mL) en condiciones basales, y a los 30 segundos, 1, 3, 5 
y 7 horas, después de realizar bajo supervisión un único enjuague de 
10 mL durante 30 segundos con CHX al 0,2% en solución acuosa 
(Oraldine Perio®, Johnson & Johnson, Madrid, España).  
 
Después de aplicar un período de lavado de 2 semanas y 
transcurrido el preceptivo período de 48 horas, en el que los 
participantes llevaban la férula y aplicaban las instrucciones de higiene 
oral que hemos descrito, los voluntarios repitieron un único enjuague de 
10 mL durante 30 segundos con CHX al 0,2% en solución acuosa 
(Oraldine Perio®). Igualmente, se recogieron muestras en condiciones 
basales, a los 30 segundos, 1, 3, 5, y 7 horas. En cada toma se retiró 
un disco de vidrio de la férula, alternado los de la hemiarcada derecha 
con los de la izquierda y siempre en dirección disto-mesial.  
 
Los participantes no practicaron ninguna técnica de higiene oral 
desde la noche anterior al experimento. El día de la prueba, se les 
prohibió ingerir alimentos o bebidas desde 1 hora antes de la primera 
recogida de saliva y durante el transcurso del experimento. La recogida 
de muestras se efectuó entre las 11:50 de la mañana (muestra basal) y 
las 7 de la tarde (última muestra recogida 7 horas después de concluir 
el enjuague).  
 
Para establecer un grupo de control negativo, tras un período de 
lavado de 2 semanas, todos los voluntarios repitieron ambos 
experimentos aplicando el mismo protocolo, pero sustituyendo el 
enjuague de CHX por agua estéril destilada. 
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3.3.3. Procesamiento y análisis de las muestras de saliva y 
biofilm de placa dental 
Las muestras de saliva se procesaron y analizaron siguiendo el 
protocolo que se detalla en el apartado 3.2.2. 
 
Con respecto a las muestras de biofilm de placa dental, a 
medida que los discos de cristal se retiraban de la férula, 
inmediatamente eran sumergidos en 100 µL de la solución de 
fluorescencia LIVE/DEAD® BacLight™ y almacenados en la oscuridad a 
temperatura ambiente durante 15 minutos. La observación 
microscópica la realizó un único investigador que desconocía el diseño 
del estudio, empleando un microscopio Láser Confocal Espectral Leica 
TCS SP2 (Leica Microsystems HeidelberGmbH, Mannheim, Alemania) 
y el objetivo HCX APO L 63x/0,9 de inmersión en agua (Figura 10).  
 
  
Figura 10. Muestra de biofilm de placa dental (objetivo HCX APO L 63x/0,9 
de inmersión en agua). a) Con predominio de membranas intactas (emitiendo 




En la parte central de cada disco se evaluaron 4 campos o series 
x-y-z seleccionados aleatoriamente. La emisión de fluorescencia se 
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correspondió con cada una de las posiciones en z (en profundidad). Las 
secciones ópticas son escaneadas en secciones de 1 " m desde la 
superficie del biofilm hasta la base del mismo, determinándose el 
grosor máximo del campo y posteriormente el grosor máximo del biofilm 
de la correspondiente muestra.  
 
Al igual que en trabajos publicados por otros autores (Roberts et 
al, 1999), se definió el grosor máximo de cada campo de biofilm como 
la distancia existente entre el sustrato y los picos de los grupos 
bacterianos más altos. La diferencia de grosor entre dos muestras de 
biofilm se denominó “Reducción del grosor” (RG). Los valores positivos 
representan una disminución del grosor de biofilm y los valores 
negativos significan un incremento del grosor de biofilm. El grosor 
máximo de biofilm de cada campo se dividió en tres zonas o capas 
equivalentes: capa 1 o capa interna, capa 2 o capa intermedia, capa 3 o 
capa externa. En el punto medio de cada capa se cuantificó, en 
términos de porcentaje, la presencia o ausencia de las siguientes 
características estructurales: modelo de arquitectura abierta y 
heterogénea, canales rellenos de fluido y estructuras tipo “burbuja”. 
Para ello, aplicamos la descripción de estas características 
estructurales del biofilm aportadas por otros autores (Wood et al, 2000; 
Auschill et al, 2001; Zaura-Arite et al, 2001; Arweiler et al, 2004; 
Auschill et al, 2004). 
 
La cuantificación de la viabilidad bacteriana en series de 
imágenes x-y se determinó mediante el análisis del citofluorograma 
(Leica Confocal Software) (Figura 11). 
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Figura 11. Cuantificación de la viabilidad bacteriana analizando la emisión de 
fluorescencia en secciones de los ejes X-Y correspondientes a diferentes posiciones 
de Z (profundidad). A) Canal verde (muestra las membranas citoplasmáticas 
intactas); B) Canal rojo (muestra las membranas dañadas); C) Superposición de los 
canales verde y rojo; D) Fluorograma y segmentación; E) Cuantificación automática 
de los datos de una sección (p. ej., viabilidad bacteriana= 28,61%). 
 
 
En este análisis las imágenes de cada fluorocromo se describen 
como “canales” (SYTO 9 ocupa el “canal verde” y YP el “canal rojo”), 
obteniéndose valores de área ("m2) ocupada por cada canal, el área 
total ocupada por biofilm y el correspondiente porcentaje de viabilidad 
(Figura 11). Para el cálculo del porcentaje medio de viabilidad 
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bacteriana de cada campo se incluyeron las secciones con un área 
mínima de biofilm de 250 "m2 y posteriormente se determinó el 
porcentaje medio de viabilidad bacteriana del biofilm de la 
correspondiente muestra y de cada una de sus capas. A la diferencia 
en el porcentaje de bacterias viables entre 2 muestras de biofilm se le 
denominó “Reducción de la Viabilidad” (RV). Los valores positivos de 
RV representan un descenso en la vitalidad bacteriana y los valores 
negativos de RV un incremento de la vitalidad bacteriana. 
 
3.4. INFLUENCIA DEL RITMO CIRCADIANO EN LA SUSTANTIVIDAD DE LA 
CLORHEXIDINA SOBRE LA FLORA SALIVAL Y EL BIOFILM DE PLACA DENTAL  
 
3.4.1. Recogida y procesamiento de muestras de saliva y biofilm 
de placa dental 
Este experimento se realizó en 10 componentes del grupo de estudio. 
Transcurrido el preceptivo período de 48 horas en el que los 
participantes llevaban la férula (confeccionada según se detalla en el 
apartado 3.3.1.) y aplicaban las instrucciones de higiene oral que 
hemos descrito, de cada uno de ellos se recogieron muestras de saliva 
no estimulada (1 mL) y se retiraron 2 discos de cristal de la férula (en 
cada toma se retiró un disco de la hemiarcada derecha y otro de la 
izquierda, siempre en dirección disto-mesial) a las 8, 10 y 12 horas, 
después de realizar bajo supervisión:  
 
1) Un único enjuague de 10 mL durante 30 segundos con CHX al 0,2% 
(Oraldine Perio®) a las 7 de la mañana (ENJ-CHX-diurno). 
 
2) Un único enjuague de 10 mL durante 30 segundos con CHX al 0,2% 
(Oraldine Perio®) a la 1 de la mañana (ENJ-CHX-nocturno). 
 
El día del experimento, a los voluntarios se les prohibió ingerir 
alimentos o bebidas durante su transcurso. La recogida de las 
Material y métodos 
99 
diferentes muestras salivales y del B-PD se realizaron: después del 
ENJ-CHX-diurno, desde las 3 de la tarde (muestra de las 8 horas post-
enjuague) hasta las 7 de la tarde (muestra de las 12 horas post-
enjuague); después del ENJ-CHX-nocturno, desde las 9 de la mañana 
(muestra de las 8 horas post-enjuague) hasta la 1 de la tarde (muestra 
de las 12 horas post-enjuague). Aplicando un sistema de aleatorización 
equilibrada, todos los participantes efectuaron los 2 enjuagues, 
estableciéndose un “período de descanso” de 2 semanas entre las 
diferentes aplicaciones.  
 
A continuación, las muestras de saliva  se procesaron siguiendo 
el protocolo que se detalla en el apartado 3.2.2. y las de B-PD en el 
apartado 3.3.3. 
 
Para establecer un grupo de control negativo, tras un período de 
lavado de 2 semanas todos los voluntarios repitieron el experimento 
aplicando el mismo protocolo, pero sustituyendo el enjuague de CHX 
por agua estéril destilada. 
 
3.5. ANÁLISIS ESTADÍSTICO 
3.5.1. Evaluación de la sustantividad de la clorhexidina sobre la 
flora salival aplicando microscopía de epifluorescencia  
Los resultados se analizaron con el programa estadístico SPSS versión 
15.0 para Windows (SPSS Inc., Chicago, EE.UU.). Se determinó el 
coeficiente de correlación intraclase (modelo de 2 factores, efectos 
aleatorios) para obtener el grado de consistencia o acuerdo intra- e 
inter-examinador en el contaje de bacterias viables y no-viables y el 
grado de homogeneidad de los elementos mediante la perspectiva de 
“acuerdo absoluto”. Los datos sobre viabilidad bacteriana de la flora 
salival fueron expresados como media y desviación típica de la media. 
La elección de un test paramétrico o no paramétrico dependió del tipo 
de distribución de los valores de la variable cuantitativa analizada 
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(“porcentaje de viabilidad bacteriana”), que se determinó aplicando el 
test Kolmogorov-Smirnov. Todas las variables cuantitativas analizadas 
mostraron una distribución normal. Se aplicó el test de ANOVA para 
medidas repetidas para el análisis de comparaciones intra- e inter-
enjuague de todas las muestras salivales, y los contrastes simples para 
el análisis de comparaciones intra- e inter-enjuague entre 2 muestras 
salivales. Se consideró estadísticamente significativo un valor de p< 
0,05. 
 
3.5.2. Evaluación de la sustantividad de la clorhexidina sobre la 
flora salival y el biofilm de placa dental 
Los resultados fueron analizados utilizando el programa estadístico 
PASW® Statistics Base 18 para Windows (IBM, Madrid, Spain). Se 
determinó el coeficiente de correlación intraclase (modelo de 2 factores, 
efectos aleatorios) para obtener el grado de consistencia intra- e inter-
examinador en las muestras de saliva y el grado de homogeneidad de 
los elementos mediante la perspectiva de “acuerdo absoluto”. Los test 
de Friedman y Wilconxon se emplearon para comparar la presencia de 
diferentes características estructurales dentro de las 3 capas de B-PD 
(en términos de porcentaje). Los datos sobre los grosores y vitalidad 
bacteriana de los B-PD fueron expresados como media y desviación 
típica de la media. Los valores de las variables cuantitativas analizadas 
(“grosor del biofilm” y “porcentaje de viabilidad bacteriana”) mostraron 
una distribución normal; que se determinó aplicando el test 
Kolmogorov-Smirnov. Se aplicó el test de ANOVA (modelo de 1 factor 
con medidas repetidas) para las comparaciones intra-enjuague 
utilizando todas las muestras de saliva y de biofilm de placa dental. Se 
utilizó el test ANOVA (modelo de 2 factores, ambos con medidas 
repetidas), para las comparaciones intra-enjuague (diferenciando entre 
las 3 capas de biofilm), inter-enjuague e inter-ecosistema empleando 
todas las muestras de saliva y de biofilm de placa dental. El test 
ANOVA (modelo de 3 factores, todos con medidas repetidas) se aplicó 
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para las comparaciones inter-enjuague (diferenciando entre las 3 capas 
de biofilm) utilizando todas las muestras de biofilm de placa dental. Se 
efectuaron comparaciones por pares (con el ajuste de Bonferroni) para 
el análisis intra- e inter-enjuague (incluyendo la diferenciación entre las 
3 capas de biofilm), así como comparaciones inter-ecosistema entre 2 
muestras de saliva y biofilm. Se consideró estadísticamente significativo 
un valor de p< 0,05. 
 
3.5.3. Influencia del ritmo circadiano en la sustantividad de la 
clorhexidina sobre la flora salival y el biofilm de placa dental 
Los resultados se analizaron con el programa estadístico PASW® 
Statistics Base 18 para Windows (IBM, Madrid, Spain). Para el análisis 
intra- e inter-observador, en la técnica de microscopía de 
epifluorescencia se determinó el coeficiente de correlación intraclase 
(modelo de 2 factores, efectos aleatorios) y el grado de homogeneidad 
de los elementos mediante la perspectiva “acuerdo absoluto”.  
 
Los datos sobre los grosores y vitalidad bacteriana de los biofilms 
de placa dental fueron expresados como media y desviación típica de la 
media. Los valores de las variables cuantitativas analizadas (“grosor del 
biofilm” y “porcentaje de viabilidad bacteriana”) mostraron una 
distribución normal, que se determinó aplicando el test Kolmogorov-
Smirnov. Se aplicó el test de ANOVA (modelo de 2 factores, ambos con 
medidas repetidas) y se efectuaron comparaciones por pares (con el 
ajuste de Bonferroni) para el análisis intra- e inter-enjuague del grosor 
del biofilm y de la viabilidad bacteriana en la flora salival y B-PD, así 
como el análisis de la viabilidad en cada tipo de enjuague (ENJ-CHX-
diurno y ENJ-CHX-nocturno) entre ambos ecosistemas orales. Se 











































4.1. EVALUACIÓN DE LA SUSTANTIVIDAD DE LA CLORHEXIDINA SOBRE 
LA FLORA SALIVAL 
4.1.1. Análisis mediante microscopía de epifluorescencia 
En el análisis intra-examinador, el coeficiente de correlación 
intraclase promedio obtenido en las diferentes tomas salivales fue 
0,850 (p< 0,001) y en el análisis inter-examinador fue 0,890 (p< 
0,001). 
 
En la Figura 12 se muestran los porcentajes medios de 
viabilidad bacteriana salival en condiciones basales y a los 30 
segundos, 1, 3, 5 y 7 horas después de un único enjuague con 













Figura 12. Porcentajes de viabilidad bacteriana en saliva en 
condiciones basales y a los 30 segundos, 1, 3, 5 y 7 horas después de 
la aplicación del único enjuague con agua estéril y con colutorio de 
clorhexidina al 0,2%. 
 
 
VIABILIDAD BACTERIANA EN SALIVA (%) 
Media ± Desviación Típica (%) 
 BASAL 30 SEG 1 H 3 H 5 H 7 H 
UE-agua 92,87 ± 1,80 82,73 ± 2,05 92,27 ± 2,76 92,60 ± 2,09 93,27 ± 1,43 93,13 ± 1,95 
UE-CHX 0,2% 92,14 ± 4,24 0,80 ± 1,20 10,33 ± 7,28 29,73 ± 14,85 55,13 ± 19,96 76,87 ± 12,00 
 
UE-agua= Un único enjuague de 30 segundos con 10 mL de agua estéril; UE-CHX 0,2%= Un único enjuague de 
30 segundos con 10 mL de CHX al 0,2%;·BASAL= Muestra de saliva recogida en condiciones basales; 30 SEG, 
1H, 3H, 5H y 7H= Muestra de saliva recogida a los 30 segundos, 1 hora, 3 horas, 5 horas y 7 horas después de 






Figura 13. Imágenes representativas de la evolución de la vitalidad 
bacteriana en saliva: a) Muestra basal (recogida antes de un UE-CHX 
0,2%), b) Muestra recogida a los 30 segundos después de un UE-CHX 








Figura 13 (cont.). Imágenes representativas de la evolución de la 
vitalidad bacteriana en saliva: c) Muestra recogida a las 5 horas después 
de un UE-CHX 0,2% y d) Muestra recogida a las 7 horas después de un 






En el análisis intra-enjuague, se detectaron diferencias 
estadísticamente significativas en la viabilidad bacteriana entre los 
diferentes tiempos de recogida de las muestras (p< 0,001) (Tabla 
1). En comparación con los valores basales, la frecuencia de 
bacterias viables disminuyó significativamente a los 30 segundos 
después del UE-agua (RV= 10,13 ± 0,51%, p< 0,001) y del UE-
CHX 0,2% (RV= 91,35 ± 4,37%, p< 0,001). En comparación con los 
valores basales, la CHX al 0,2% ejerció una actividad 
antibacteriana significativa hasta las 7 horas post-enjuague (RV= 
14,14 ± 11,56%, p< 0,05). En comparación con los valores 
obtenidos a los 30 segundos después del UE-CHX 0,2%, se 
apreció una “recuperación” significativa de la población bacteriana 
en las tomas salivales posteriores a su aplicación, con un RV que 
osciló entre -9,53 ± 6,24% en las muestras recogidas 1 hora post-
enjuague (p< 0,001) y -76,06 ± 11,72% a las 7 horas post-enjuague 
(p< 0,001) (Tabla 1). 
 
En la muestra pre-enjuague, la frecuencia de bacterias viables 
fue similar en ambos grupos (UE-agua y UE-CHX 0,2%). En 
comparación con el UE-agua, las prevalencias de viabilidad fueron 
significativamente inferiores a los 30 segundos post-enjuague de 
CHX al 0,2% (RV= 81,93 ± 2,46%, p< 0,001). En comparación con 
el UE-agua, la CHX al 0,2% ejerció un efecto antibacteriano 
significativo hasta las 7 horas post-enjuague (RV= 16,26 ± 11,72%, 




Tabla 1. Comparaciones intra-enjuague e inter-enjuague de los 
porcentajes de viabilidad bacteriana en saliva en condiciones basales, a 
los 30 segundos, 1, 3, 5 y 7 horas después de la aplicación de un único 
enjuague con agua estéril y con clorhexidina al 0,2%. 
 
 
VIABILIDAD BACTERIANA EN SALIVA 
ANÁLISIS INTRA-ENJUAGUE 
Diferencia de Medias ± Desviación Típica (Reducción de la viabilidad, %) 
 
 
BASAL vs 30 SEG BASAL vs 1 H 
30 SEG vs 1 H 
BASAL vs 3 H 
30 SEG vs 3 H 
BASAL vs 5 H 
30 SEG vs 5 H 
BASAL vs 7 H 
30 SEG vs 7 H 
UE-agua 
 
10,13 ± 0,51** 
0,60 ± 1,29 
-9,53 ± 1,18** 
0,26 ± 1,48 
-9,86 ± 1,45** 
-0,40 ± 1,68 
-10,53 ± 1,76** 
-0,26 ± 0,79 
-10,40 ± 0,91** 
UE-CHX 0,2%  91,35 ± 4,37** 
81,92 ± 8,66** 
-9,53 ± 6,24** 
61,35 ± 15,09** 
-28,93 ± 14,10** 
35,50 ± 18,77** 
-54,33 ± 19,21** 
14,14 ± 11,56** 
-76,06 ± 11,72** 
 
 
VIABILIDAD BACTERIANA EN SALIVA 
ANÁLISIS INTER-ENJUAGUE 
Diferencia de Medias ± Desviación Típica (Reducción de la viabilidad, %) 
 
Agua vs CHX 
BASAL 
Agua vs CHX 
30 SEG 
Agua vs CHX 
1 H 
Agua vs CHX 
3 H 
Agua vs CHX 
5 H 
Agua vs CHX 
7 H 
0,85 ± 5,49 81,93 ± 2,46** 81,93 ± 7,95** 62,86 ± 15,32** 38,13 ± 19,80** 16,26 ± 11,72** 
 
UE-agua= Un único enjuague de 30 segundos con 10 mL de agua estéril; UE-CHX 0,2%= Un único enjuague 
de 30 segundos con 10 mL de CHX al 0,2%;·BASAL= Muestra de saliva recogida en condiciones basales; 30 
SEG, 1H, 3H, 5H y 7H= Muestra de saliva recogida a los 30 segundos, 1 hora, 3 horas, 5 horas y 7 horas 
después de la aplicación de los diferentes enjuagues. 
*p< 0,05; ** p< 0,001. 
 
 
4.1.2. Análisis mediante técnicas microbiológicas 
Aplicando técnicas microbiológicas de cultivo en placa, la 
concentración bacteriana salival fue 8,146 ± 0,300 log10 UFC/mL. 
Después del UE-CHX 0,2%, las concentraciones bacterianas 
detectadas en flora salival fueron: a los 30 segundos, 5,481 ± 0,652 
log10 UFC/mL; a la hora, 5,508 ± 0,432 log10 UFC/mL; a las 3 horas, 
5,779 ± 0,558 log10 UFC/mL; a las 5 horas, 7,001 ± 0,310 log10 
UFC/mL; a las 7 horas, 7,042 ± 0,491 log10 UFC/mL. 
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4.2. EVALUACIÓN DE LA SUSTANTIVIDAD DE LA CLORHEXIDINA SOBRE 
LA FLORA SALIVAL Y EL BIOFILM DE PLACA DENTAL  
Con la técnica de microscopía de epifluorescencia, en el análisis 
intra-examinador, el coeficiente de correlación intraclase promedio 
obtenido en las diferentes tomas salivales fue 0,92 (p< 0,001), 
mientras que en el análisis inter-examinador fue 0,87 (p< 0,001). 
 
4.2.1. Grosor, viabilidad bacteriana y características 
estructurales del biofilm de placa dental 
Los valores medios del grosor del B-PD en condiciones basales 
fueron 18,15 ± 1,17 "m antes de efectuar el UE-agua y 22,54 ± 
7,64 "m antes de efectuar el UE-CHX 0,2% (rango= 11,75-33,00 
"m). Los valores medios de la viabilidad bacteriana del B-PD en 
condiciones basales fueron 77,44 ± 7,48% antes de efectuar el UE-
agua y 77,89 ± 9,10% antes de efectuar el UE-CHX 0,2% (rango= 
62,04-94,71%). 
 
En relación a las características estructurales del biofilm, se 
observó un modelo de arquitectura abierta y heterogénea en un 
91% de las muestras del B-PD, con predominio en las capas 
superficial e interna con respecto a la capa intermedia (p= 0,026 y 
0,026 respectivamente). La presencia de canales rellenos de fluido 
se observó en un 29% de las muestras del B-PD, con predominio 
en las capas intermedias en relación a las capas superficial e 
interna (p= 0,023 y 0,014 respectivamente). La existencia de 
estructuras tipo “burbuja” se observó en un 37% de las muestras 
del B-PD, con predominio en las capas intermedias en relación a 




4.2.2. Sustantividad de la CHX al 0,2% y su influencia en el 
grosor del biofilm de placa dental  
En comparación con el registro basal, el porcentaje de bacterias 
vivas aumentó de forma significativa en todas las muestras de B-
PD recogidas después de UE-agua (RV a los 30 segundos= -10,95 
± 0,32%, p< 0,001; RV a las 7 horas= -12,07 ± 0,41%, p< 0,001). A 
los 30 segundos después de UE-CHX 0,2%, el porcentaje de 
bacterias vivas en el B-PD disminuyó de forma significativa 
comparado con los valores basales (RV= 72,81 ± 10,71%, p< 
0,001), detectándose un efecto antimicrobiano significativo hasta 7 
horas después del enjuague (RV= 45,98 ± 19,72%, p< 0,001). Al 
comparar el efecto de UE-agua y de UE-CHX 0,2%, la prevalencia 
de bacterias vivas fue significativamente menor a los 30 segundos 
después del UE-CHX 0,2% (RV= 83,32 ± 10,04%, p< 0,001), 
detectándose un efecto antimicrobiano significativo hasta 7 horas 




Tabla 2. Porcentajes medios de viabilidad bacteriana en el biofilm de 
placa dental y comparaciones intra-enjuague e inter-enjuague de los 
porcentajes medios de bacterias viables del biofilm de placa dental en 
condiciones basales, a los 30 segundos y 1, 3, 5 y 7 horas después de un 
único enjuague con agua estéril y con clorhexidina al 0,2%. 
 
VIABILIDAD BACTERIANA EN BIOFILM DE PLACA DENTAL (%) 
 BASAL 30 SEG 1 H 3 H 5 H 7 H 
UE-agua 77,44 ± 7,48 88,40 ± 7,39 88,54 ± 7,34 92,51 ± 7,42 88,52 ± 7,45 89,52 ± 7,38 
UE-CHX 0,2% 77,89 ± 9,10 5,08 ± 5,82 15,61 ± 12,81 35,76 ± 14,41 24,66 ± 16,66 31,91 ± 20,17 
 
 
VIABILIDAD BACTERIANA EN BIOFILM DE PLACA DENTAL 
ANÁLISIS INTRA-ENJUAGUE 
Diferencia de Medias ± Deviación Típica (Reducción de la viabilidad, %) 
 
 
BASAL vs 30 SEG 
BASAL vs 1H 
30 SEG vs 1H 
BASAL vs 3 H 
30 SEG vs 3H 
BASAL vs 5H 
30SEG vs 5H 
BASAL vs 7H 
30SEG vs 7H 
UE-agua 
-10,95 ± 0,32** -11,10 ± 0,31** 
-0,14 ± 0,28 
-15,06 ± 0,47** 
-4,11 ± 0,61** 
-11,08 ± 0,35** 
-0,12 ± 0,37 
-12,07 ± 0,41** 
-1,12 ± 0,41** 
UE-CHX 0,2% 
72,81 ± 10,71** 62,28 ± 13,57** 
-10,53 ± 15,56 
42,13 ± 10,89** 
-30,68 ± 12,54** 
53,23 ± 18,21** 
-19,58 ± 17,91* 
45,98 ± 19,72** 
-26,83 ± 15,42** 
 
VIABILIDAD BACTERIANA EN BIOFILM DE PLACA DENTAL 
ANÁLISIS INTER-ENJUAGUE 
Diferencia de Medias ± Desviación Típica (Reducción de la viabilidad, %) 




-0,45 ± 11,78 83,32 ± 10,04** 72,92 ± 17,66** 56,74 ± 16,29** 63,86 ± 17,38** 57,60 ± 23,71** 
 
UE-agua= Un único enjuague de 30 segundos con 10 mL de agua estéril; UE-CHX 0,2%= Un único enjuague de 30 
segundos con 10 mL de CHX al 0,2%;·BASAL= Muestra de B-PD recogida en condiciones basales; 30 SEG, 1H, 3H, 
5H y 7H= Muestra de B-PD recogida a los 30 segundos, 1 hora, 3 horas, 5 horas y 7 horas después de la aplicación 
de los diferentes enjuagues. 




La tabla 3 muestra el porcentaje medio de bacterias viables 
en el B-PD en condiciones basales y en las muestras recogidas a 
los 30 segundos y 1, 3, 5 y 7 horas después de la aplicación de UE-
agua y de UE-CHX 0,2%, diferenciando entre las tres capas del B-
PD, así como las comparaciones de los resultados intra- e inter-
enjuague. La prevalencia de bacterias vivas fue significativamente 
mayor en la capa intermedia con respecto a la interna (RV= 7,14 ± 
1,06% y RV= 10,40 ± 13,37%, respectivamente; p< 0,001 y p= 
0,028, respectivamente). La prevalencia de bacterias vivas fue 
significativamente menor en las tres capas del B-PD en todas las 
muestras recogidas después del UE-CHX 0,2%, que tras el UE-




Tabla 3. Porcentajes medios de bacterias viables del biofilm de placa 
dental en condiciones basales y en las muestras recogidas a los 30 
segundos, 1, 3, 5, y 7 horas después de un único enjuague con agua 
estéril y con clorhexidina al 0,2%, diferenciando entre las tres capas del 
biofilm, así como las comparaciones intra-enjuague e inter-enjuague. 
 
VIABILIDAD BACTERIANA EN BIOFILM DE PLACA DENTAL 
Media ± Desviación Típica (%) 






85,58 ± 8,36  
76,73 ± 7,41 
69,58 ± 8,26 
 
93,56 ± 8,37 
87,48 ± 7,33 
84,55 ± 8,34 
 
95,63 ± 8,28 
90,59 ± 7,42 
79,73 ± 8,28 
 
94,74 ± 8,25 
93,58 ± 7,52 
91,60 ± 8,29 
 
97,53 ± 8,30 
92,72 ± 7,29 
76,57 ± 8,35 
 
95,69 ± 8,34 
91,52 ± 7,36 






79,94 ± 6,21 
82,21 ± 7,83 
71,80 ± 17,43 
 
5,20 ± 6,19 
5,05 ± 6,43 
4,97 ± 5,04 
 
15,13 ± 15,43 
16,54 ± 15,61 
15,16 ± 10,21 
 
35,42 ± 15,53 
36,70 ± 16,42 
35,16 ± 14,83 
 
21,70 ± 19,74 
24,83 ± 20,62 
27,44 ± 13,45 
 
27,04 ± 22,64 
28,65 ± 20,76 
40,04 ± 20,37 
 
ANÁLISIS INTRA-ENJUAGUE 
Diferencia de Medias ± Desviación Típica (Reducción de la viabilidad, %) 
 
 BASAL 30 SEG 1 H 3 H 5 H 7 H 
UE-agua 
Capa 3 vs Capa 2 
Capa 3 vs Capa 1 
Capa 2 vs Capa 1 
 
8,84 ± 1,06** 
15,99 ± 0,44** 
7,14 ± 1,06** 
 
6,08 ± 9,12 
9,01 ± 0,40** 
2,93 ± 9,08 
 
5,04 ± 0,91** 
15,90 ± 0,23** 
10,86 ± 0,91** 
 
1,15 ± 0,83** 
3,14 ± 0,56** 
1,98 ± 1,00** 
 
4,80 ± 1,09** 
20,96 ± 0,32** 
16,15 ± 1,09** 
 
4,17 ± 1,14** 
18,00 ± 0,47** 
13,83 ± 1,13** 
UE-CHX 0,2% 
Capa 3 vs Capa 2 
Capa 3 vs Capa 1 
Capa 2 vs Capa 1 
 
-2,26 ± 1,57 
8,14 ± 15,64 
10,40 ± 13,37* 
 
0,15 ± 1,37 
0,23 ± 1,78 
0,08 ± 2,35 
 
-1,40 ± 3,50 
-0,02 ± 12,07 
1,37 ± 11,14 
 
-1,28 ± 6,94 
0,25 ± 11,93 
1,54 ± 11,50 
 
-3,12 ± 4,99 
-5,73 ± 13,76 
-2,61 ± 16,59 
 
-1,61 ± 7,57 
-12,99 ± 14,42* 
-11,38 ± 12,16* 
 
ANÁLISIS INTER-ENJUAGUE 
Diferencia de Medias ± Desviación Típica (Reducción de la viabilidad, %) 
 
 BASAL 30 SEG 1 H 3 H 5 H 7 H 
UE-agua vs  
UE CHX 0,2% 
Capa 3 vs Capa 3 
Capa 2 vs Capa 2 
Capa 1 vs Capa 1 
 
 
5,63 ± 8,86 
-5,47 ± 12,02 
-2,21 ± 19,45 
 
 
88,35 ± 10,87** 
82,43 ± 6,92** 
79,57 ± 9,93** 
 
 
80,50 ± 20,10** 
74,05 ± 20,23** 
64,56 ± 16,46** 
 
 
59,32 ± 15,77** 
56,88 ± 17,76** 
56,44 ± 18,40** 
 
 
75,82 ± 20,37** 
67,89 ± 20,42** 
49,12 ± 16,79** 
 
 
68,65 ± 26,73** 
62,87 ± 25,40** 
37,65 ± 22,87* 
 
UE-agua= Un único enjuague de 30 segundos con 10 mL de agua estéril; UE-CHX 0,2%= Un único enjuague de 30 
segundos con 10 mL de CHX al 0,2%;·BASAL= Muestra de B-PD recogida en condiciones basales; 30 SEG, 1H, 3H, 
5H y 7H= Muestra de B-PD recogida a los 30 segundos, 1 hora, 3 horas, 5 horas y 7 horas después de la aplicación 
de los diferentes enjuagues; Capa 1: capa interna, capa 2: capa intermedia y capa 3: capa externa. 
*p< 0,05; **p< 0,001. 
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La tabla 4 muestra los valores medios del grosor ("m) del B-
PD en condiciones basales y a los 30 segundos y 1, 3, 5 y 7 horas 
después de UE-agua y UE-CHX 0,2%, así como las comparaciones 
de los resultados intra- e inter-enjuague. El grosor del B-PD 
aumentó significativamente a las 5 y 7 horas después del UE-agua, 
en comparación con los valores basales y con los obtenidos 30 
segundos después de enjuagarse (RG a las 5 horas= -11,22 ± 1,45 
"m y -12,41 ± 1,48 "m y RG a las 7 horas= -9,53 ± 1,66 "m y -
10,72 ± 1,50 "m; p< 0,001 y p< 0,001 respectivamente). En 
comparación con los valores basales, UE-CHX 0,2% provocó un 
efecto de reducción del grosor del B-PD a la hora, a las 3 y a las 7 
horas después de su aplicación, en comparación con los valores 
basales (RG= 9,07 "m ± 8,24 "m; 7,19 ± 7,63 "m y 6,99 ± 7,41 "m, 
respectivamente; p< 0,05. El grosor del B-PD resultó 
significativamente menor en todas las muestras recogidas después 
de 1 hora del UE-CHX 0,2% en comparación con el obtenido tras 
UE-agua, excepto en la muestra obtenida a las 3 horas (RG a la 
hora= 5,23 ± 2,34 "m; RG a las 5 horas= 11,86 ± 3,76; RG a las 7 




Tabla 4. Valores medios de grosor ("m) del biofilm de placa dental en 
condiciones basales y en las muestras recogidas a los 30 segundos, 1, 3, 
5 y 7 horas después de un único enjuague con agua estéril y con 
clorhexidina al 0,2%, diferenciando entre las 3 capas del biofilm, así como 
las comparaciones intra-enjuague e inter-enjuague. 
 
GROSOR DEL BIOFILM DE PLACA DENTAL 
Media ± Desviación Típica (!m) 
 BASAL 30 SEG 1 H 3 H 5 H 7 H 
UE-agua 
UE-CHX 0,2% 
18,15 ± 1,17 
22,54 ± 7,64 
16,96 ± 1,10 
15,76 ± 1,87 
18,70 ± 1,01 
13,46 ± 2,54 
14,55 ± 0,80 
15,35 ± 2,92 
29,37 ± 0,99 
17,51 ± 3,88 
27,68 ± 1,14 
15,55 ± 2,31 
 
ANÁLISIS INTRA-ENJUAGUE  
Diferencia de Medias ± Desviación Típica (Reducción del grosor, !m) 
 
BASAL vs 30 SEG 
BASAL vs 1H 
30 SEG vs 1H 
BASAL vs 3 H 
30 SEG vs 3H 
BASAL vs 5H 
30 SEG vs 5H 
BASAL vs 7H 
30 SEG vs 7H 
UE-agua 1,19 ± 1,64 
-0,54 ± 1,52 
-1,74 ± 1,56* 
3,59 ± 1,52** 
2,40 ± 1,72** 
-11,22 ± 1,45** 
-12,41 ± 1,48** 
-9,53 ± 1,66** 
-10,72 ± 1,50** 
UE-CHX 0,2%  6,77 ± 7,94 
9,07 ± 8,24* 
2,30 ± 2,54 
7,19 ± 7,63* 
0,41 ± 2,88 
5,02 ± 6,99 
-1,75 ± 4,55 
6,99 ± 7,41* 
0,21 ± 2,71 
 
ANÁLISIS INTER-ENJUAGUE 
Diferencia de Medias ± Desviación Típica (Reducción del grosor, !m) 
 BASAL 30 SEG 1 H 3 H 5 H 7 H 
UE-agua  
vs  
UE CHX 0,2% 
-4,38 ± 8,30 1,19 ± 2,44† 5,23 ± 2,34** -0,79 ± 3,28 11,86 ± 3,76** 12,13 ± 1,99** 
 
UE-agua= Un único enjuague de 30 segundos con 10 mL de agua estéril; UE-CHX 0,2%= Un único enjuague 
de 30 segundos con 10 mL de CHX al 0,2%;·BASAL= Muestra de B-PD recogida en condiciones basales; 30 
SEG, 1H, 3H, 5H y 7H= Muestra de B-PD recogida a los 30 segundos, 1 hora, 3 horas, 5 horas y 7 horas 
después de la aplicación de los diferentes enjuagues. 




4.2.3. Sustantividad de la CHX al 0,2% en saliva versus biofilm 
de placa dental 
La Figura 14 muestra los porcentajes medios de viabilidad 
bacteriana en saliva y B-PD en condiciones basales, a los 30 







BASAL 30 SEG 1 H 3 H 5 H 7 H
SALIVA (UE-AGUA) BIOFILM (UE-AGUA)
SALIVA (UE-CHX 0,2%) BIOFILM (UE-CHX 0,2%)
 
Figura 14. Porcentajes medios de viabilidad bacteriana en el biofilm de 
placa dental de novo y saliva en condiciones basales, a los 30 segundos y 
1, 3, 5 y 7 horas después de un único enjuague con agua estéril y con 
clorhexidina al 0,2%. 
 
 
VIABILIDAD BACTERIANA EN SALIVA (%) 
 BASAL 30 SEG 1 H 3 H 5 H 7 H 
UE-agua 92,86 ± 1,80 82,73 ± 2,05 92,26 ± 2,76 92,60 ± 2,09 91,13 ± 1,76 93,13 ± 1,95 
UE-CHX 0,2% 92,26 ± 4,11 0,80 ± 1,20 10,33 ± 7,28 29,73 ± 14,85 55,13 ± 19,96 76,86 ± 12,00 
 
 
VIABILIDAD BACTERIANA EN BIOFILM DE PLACA DENTAL (%) 
 BASAL 30 SEG 1 H 3 H 5 H 7 H 
UE-agua 77,44 ± 7,48 88,40 ± 7,39 88,54 ± 7,34 92,51 ± 7,42 88,52 ± 7,45 89,52 ± 7,38 
UE-CHX 0,2% 77,89 ± 9,10 5,08 ± 5,82 15,61 ± 12,81 35,76 ± 14,41 24,66 ± 16,66 31,91 ± 20,17 
 
UE-agua= Un único enjuague de 30 segundos con 10 mL de agua estéril; UE-CHX 0,2%= Un único enjuague de 30 
segundos con 10 mL de CHX al 0,2%;·BASAL= Muestras de saliva y de B-PD recogidas en condiciones basales; 
30 SEG, 1H, 3H, 5H y 7H= Muestras de saliva y de B-PD recogidas a los 30 segundos, 1 hora, 3 horas, 5 horas y 7 







Figura 15. Imágenes representativas de la evolución de la vitalidad 
bacteriana en el biofilm de placa dental: a) Muestra basal (recogida antes 
de un UE-CHX 0,2%), b) Muestra recogida a los 30 segundos después de 
un UE-CHX 0,2%. UE-CHX 0,2%= Un único enjuague de 30 segundos con 10 mL de 








Figura 15 (cont.). Imágenes representativas de la evolución de la 
vitalidad bacteriana en el biofilm de placa dental: c) Muestra recogida a las 
3 horas después de un UE-CHX 0,2% y d) Muestra recogida a las 7 horas 
después de un UE-CHX 0,2. UE-CHX 0,2%= Un único enjuague de 30 segundos con 






La viabilidad bacteriana media en la saliva en condiciones 
basales fue significativamente mayor que la detectada en el B-PD 
(RV= -15,42 ± 7,17%, p< 0,001 para UE-agua; RV= -14,36 ± 9,79%, 
p< 0,001 para UE-CHX 0,2%). A los 30 segundos después de UE-
CHX 0,2%, los niveles detectados de bacterias viables en saliva 
fueron significativamente menores que aquéllos observados en B-
PD (RV= 4,28 ± 5,63%; p= 0,011). A la hora y a las 3 horas 
después de UE-CHX 0,2%, los niveles de bacterias viables 
detectados en saliva y en B-PD resultaron similares. Los 
porcentajes de bacterias vivas en saliva fueron significativamente 
mayores a los observados en el B-PD a las 5 horas (RV= -30,47 ± 
27,68%; p= 0,001) y a las 7 horas después de UE-CHX 0,2% (RV= 
-44,95 ± 25,02%; p< 0,001) (Tabla 5). 
 
Tabla 5. Comparaciones inter-ecosistema de los porcentajes medios de 
bacterias viables en saliva y en el biofilm de placa dental en condiciones 
basales y en las muestras recogidas a los 30 segundos y 1, 3, 5 y 7 horas 
después de un único enjuague con agua estéril y con clorhexidina al 0,2%. 
 
 
VIABILIDAD BACTERIANA-ANÁLISIS INTERECOSISTEMA 
Diferencia de Medias ± Desviación Típica (Reducción de la viabilidad, %) 
 BASAL 30 SEG 1 H 3 H 5 H 7 H 
UE-agua 
B-PD vs saliva 
-15,42 ± 7,17** 5,66 ± 7,13* -3,72 ± 7,34 -0,08 ± 7,63 -2,60 ± 7,72 -3,61 ± 7,12 
UE-CHX 0,2% 
B-PD vs saliva 
-14,36 ± 9,79** 4,28 ± 5,63* 5,28 ± 16,52 6,03 ± 18,59 -30,47 ± 27,68* -44,95 ± 25,02** 
 
UE-agua= Un único enjuague de 30 segundos con 10 mL de agua estéril; UE-CHX 0,2%= Un único enjuague de 
30 segundos con 10 mL de CHX al 0,2%;·BASAL= Muestras de saliva y de B-PD recogidas en condiciones 
basales; 30 SEG, 1H, 3H, 5H y 7H= Muestras de saliva y de B-PD recogidas a los 30 segundos, 1 hora, 3 horas, 
5 horas y 7 horas después de la aplicación de los diferentes enjuagues. 




4.3. INFLUENCIA DEL RITMO CIRCADIANO EN LA SUSTANTIVIDAD IN VIVO 
DE LA CLORHEXIDINA  
Con la técnica de microscopía de epifluorescencia, en el análisis 
intra-examinador, el coeficiente de correlación intraclase promedio 
obtenido en las diferentes tomas salivales fue 0,92 (p< 0,001), 
mientras que en el análisis inter-examinador fue 0,91 (p< 0,001). 
 
4.3.1. Influencia sobre el grosor del biofilm de placa dental  
En la tabla 6 se muestran los valores medios de grosor ("m) del B-
PD detectados a las 8, 10 y 12 horas después de efectuar una 
única aplicación de CHX al 0,2%, así como las comparaciones 
intra- e inter-enjuague. El grosor medio del B-PD osciló entre 15,26 
± 2,82 "m y 18,40 ± 5,10 "m. No se detectaron diferencias 
estadísticamente significativas en el grosor del B-PD en el análisis 
intra-enjuague (entre los diferentes tiempos de recogida de las 
muestras) ni en el análisis inter-enjuague (entre el ENJ-CHX-diurno 




Tabla 6. Valores medios de grosor del biofilm de placa dental ("m) 
detectados a las 8, 10 y 12 horas después de efectuar una única 
aplicación de clorhexidina al 0,2%, diferenciando entre el enjuague de 
clorhexidina diurno y el enjuague de clorhexidina nocturno, así como las 
comparaciones intra- e inter-enjuague. 
 
GROSOR DEL BIOFILM DE PLACA DENTAL 
Media ± Desviación Típica (!m) 
 ENJ-CHX-diurno  ENJ-CHX-nocturno  
8 horas post-aplicación 17,22 ± 3,58 15,48 ± 4,16 
10 horas post-aplicación 18,40 ± 5,10 15,91 ± 1,55 
12 horas post-aplicación 15,51 ± 3,54 15,26 ± 2,82 
 
ANÁLISIS INTRA-ENJUAGUE 
Diferencia de Medias ± Desviación Típica (Reducción del grosor, !m; p) 
ENJ-CHX-diurno: 8 horas vs 10 horas 
ENJ-CHX-diurno: 8 horas vs 12 horas 
ENJ-CHX-diurno: 10 horas vs 12 horas 
ENJ-CHX-nocturno: 8 horas vs 10 horas 
ENJ-CHX-nocturno: 8 horas vs 12 horas 
ENJ-CHX-nocturno: 10 horas vs 12 horas 
-1,17 ± 4,13 
1,71 ± 3,88 
2,88 ± 3,02 
-0,43 ± 3,54 
0,22 ± 3,77 









Diferencia de Medias ± Desviación Típica (Reducción del grosor, !m; p) 
8 horas: ENJ-CHX-diurno vs ENJ-CHX-nocturno 
10 horas: ENJ-CHX-diurno vs ENJ-CHX-nocturno 
12 horas: ENJ-CHX-diurno vs ENJ-CHX-nocturno 
1,73 ± 5,29 
2,48 ± 5,87 





ENJ-CHX-diurno= Un único enjuague de 10 mL durante 30 segundos con CHX al 0,2% 
efectuado a las 7 a.m.; ENJ-CHX-nocturno= Un único enjuague de 10 mL durante 30 segundos 




4.3.2. Influencia sobre la flora salival y el biofilm de placa 
dental 
En la tabla 7 se muestran los porcentajes de viabilidad bacteriana 
en la flora salival y en el B-PD detectados a las 8, 10 y 12 horas 
después de efectuar una única aplicación de CHX al 0,2%, 
diferenciando entre el ENJ-CHX-diurno y el ENJ-CHX-nocturno. En 
saliva, los porcentajes de viabilidad bacteriana oscilaron entre 
22,22 ± 7,94% y 82,88 ± 6,48%, mientras que en el B-PD oscilaron 
entre 35,32 ± 10,93% y 39,76 ± 13,32%. 
 
Tabla 7. Porcentajes medios de viabilidad bacteriana en la flora salival y 
en el biofilm de placa dental detectados a las 8, 10 y 12 horas después de 
efectuar una única aplicación de clorhexidina al 0,2%, diferenciando entre 
el enjuague de clorhexidina diurno y el enjuague de clorhexidina nocturno. 
 
VIABILIDAD BACTERIANA EN SALIVA 
Media ± Desviación Típica (%) 
 ENJ-CHX-diurno ENJ-CHX-nocturno 
8 horas post-aplicación 
10 horas post-aplicación 
12 horas post-aplicación 
59,66 ± 8,73 
71,44 ± 8,77 
82,88 ± 6,48 
22,22 ± 7,94 
40,66 ± 9,00 
57,22 ± 8,77 
 
VIABILIDAD BACTERIANA EN BIOFILM DE PLACA DENTAL 
Media ± Desviación Típica (%) 
 ENJ-CHX-diurno ENJ-CHX-nocturno 
8 horas post-aplicación 
10 horas post-aplicación 
12 horas post-aplicación 
39,76 ± 13,32 
35,85 ± 10,80 
36,95 ± 12,85 
36,46 ± 12,03 
35,78 ± 10,56 
35,32 ± 10,93 
 
ENJ-CHX-diurno= Un único enjuague de 10 mL durante 30 segundos con CHX al 0,2% efectuado a 
las 7 a.m.; ENJ-CHX-nocturno= Un único enjuague de 10 mL durante 30 segundos con CHX al 0,2% 
efectuado a la 1 a.m. 
 
En la flora salival, se detectaron diferencias estadísticamente 
significativas en la viabilidad bacteriana en el análisis intra-
enjuague (entre los diferentes tiempos de recogida de las muestras) 
y el análisis inter-enjuague (entre el ENJ-CHX-diurno y el ENJ-
CHX-nocturno) (Tabla 8). En las comparaciones por pares intra-
enjuague, el porcentaje de bacterias viables aumentó con el 
Resultados 
124 
transcurso del tiempo (8 horas vs 10 horas vs 12 horas), tanto en el 
ENJ-CHX-diurno (las RV oscilaron entre -11,44 ± 8,20% y -23,22 ± 
5,71%) como en el ENJ-CHX-nocturno (las RV oscilaron entre         
-16,55 ± 6,54% y -35,00 ± 9,77%), alcanzándose la significación 
estadística en todos los contrastes (p= 0,000-0,026). 
 
Tabla 8. Comparaciones intra- e inter-enjuague de los porcentajes medios 
de viabilidad bacteriana en la flora salival y en el biofilm de placa dental 
detectados a las 8, 10 y 12 horas después de efectuar una única 
aplicación de clorhexidina al 0,2%, diferenciando entre el enjuague de 
clorhexidina diurno y el enjuague de clorhexidina nocturno. 
 
VIABILIDAD BACTERIANA EN SALIVA  
Diferencia de Medias ± Desviación Típica (Reducción de la viabilidad, %; p) 
COMPARACIONES INTRA-ENJUAGUE CHX 
ENJ-CHX-diurno: 8 horas vs 10 horas 
ENJ-CHX-diurno: 8 horas vs 12 horas 
ENJ-CHX-diurno: 10 horas vs 12 horas 
ENJ-CHX-nocturno: 8 horas vs 10 horas 
ENJ-CHX-nocturno: 8 horas vs 12 horas 
ENJ-CHX-nocturno: 10 horas vs 12 horas 
 
-11,77 ± 10,25 
-23,22 ±  5,71 
-11,44 ±  8,20 
-18,44 ±  8,26 
-35,00 ±  9,77 








COMPARACIONES INTER-ENJUAGUE CHX 
8 horas: ENJ-CHX-diurno vs ENJ-CHX-nocturno 
10 horas: ENJ-CHX-diurno vs ENJ-CHX-nocturno 
12 horas: ENJ-CHX-diurno vs ENJ-CHX-nocturno 
 
37,44 ±  7,24 
30,77 ± 11,91 






VIABILIDAD BACTERIANA EN BIOFILM DE PLACA DENTAL  
Diferencia de Medias ± Desviación Típica (Reducción de la viabilidad, %; p) 
COMPARACIONES INTRA-ENJUAGUE CHX 
ENJ-CHX-diurno: 8 horas vs 10 horas 
ENJ-CHX-diurno: 8 horas vs 12 horas 
ENJ-CHX-diurno 10 horas vs 12 horas 
ENJ-CHX-nocturno: 8 horas vs 10 horas 
ENJ-CHX-nocturno: 8 horas vs 12 horas 
ENJ-CHX-nocturno: 10 horas vs 12 horas 
 
3,90 ± 12,63 
2,80 ± 13,47 
-1,09 ± 12,91 
0,67 ± 10,24 
1,14 ±  9,15 








COMPARACIONES INTER-ENJUAGUE CHX 
8 horas: ENJ-CHX-diurno vs ENJ-CHX-nocturno 
10 horas: ENJ-CHX-diurno vs ENJ-CHX-nocturno 
12 horas: ENJ-CHX-diurno vs ENJ-CHX-nocturno 
 
3,29 ± 9,91 
0,07 ± 16,44 






ENJ-CHX-diurno= Un único enjuague de 10 mL durante 30 segundos con CHX al 0,2% 
efectuado a las 7 a.m.; ENJ-CHX-nocturno= Un único enjuague de 10 mL durante 30 segundos 




En las comparaciones por pares inter-enjuague, los 
porcentajes de bacterias viables obtenidos con el ENJ-CHX-diurno 
en flora salival fueron significativamente superiores a los 
detectados con el ENJ-CHX-nocturno (las RV oscilaron entre 25,66 
± 9,56% y 37,44 ± 7,24%; p< 0,001). 
 
En el B-PD no se detectaron diferencias estadísticamente 
significativas en la viabilidad bacteriana en el análisis intra-
enjuague (entre los diferentes tiempos de recogida de las muestras) 
ni en el análisis inter-enjuague (entre el ENJ-CHX-diurno y el ENJ-
CHX-nocturno) (Tabla 8). 
 
En las figuras 16 y 18 se contrastan las prevalencias de 
viabilidad bacteriana en la flora salival y en el B-PD detectadas a 
las 8, 10 y 12 horas después de efectuar un ENJ-CHX-diurno y un 
ENJ-CHX-nocturno. En el ENJ-CHX-diurno, la frecuencia de 
bacterias viables presente en la flora salival fue significativamente 
superior a la observada en el B-PD a las 8 horas (59,66 vs 39,76%; 
p< 0,001), 10 horas (71,44 vs 35,85%; p< 0,001) y 12 horas post-
enjuague (82,88 vs 36,95%; p< 0,001). En el ENJ-CHX-nocturno, el 
porcentaje de bacterias viables presente en la flora salival fue 
significativamente inferior a la observada en el B-PD a las 8 horas 
(22,22 vs 36,46%; p= 0,014) y superior a las 12 horas post-














Figura 16. Porcentajes de viabilidad bacteriana en la flora salival y en el 
biofilm de placa dental detectados a las 8, 10 y 12 horas después de 
efectuar un enjuague diurno con CHX al 0,2%. ENJ-CHX-diurno= Un único 




Figura 17. Imágenes representativas de la evolución de la vitalidad 
bacteriana en el biofilm de placa dental: a) Muestra recogida a las 8 horas 
después de un ENJ-CHX-diurno, b) Muestra recogida a las 10 horas 
después de un ENJ-CHX-diurno y c) Muestra recogida a las 12 horas 
después de un ENJ-CHX-diurno. ENJ-CHX-diurno= Un único enjuague de 10 mL 
durante 30 segundos con CHX al 0,2% efectuado a las 7 a.m. 
 
p< 0,001 
p< 0,001 p< 0,001 













Figura 18. Porcentajes de viabilidad bacteriana en la flora salival y en el 
biofilm de placa dental detectados a las 8, 10 y 12 horas después de 
efectuar un enjuague nocturno con CHX al 0,2%. ENJ-CHX-nocturno= Un único 




Figura 19. Imágenes representativas de la evolución de la vitalidad 
bacteriana en el biofilm de placa dental: a) Muestra recogida a las 8 horas 
después de un ENJ-CHX-nocturno, b) Muestra recogida a las 10 horas 
después de un ENJ-CHX-nocturno y c) Muestra recogida a las 12 horas 
después de un ENJ-CHX-nocturno. ENJ-CHX-nocturno= Un único enjuague de 10 
mL durante 30 segundos con CHX al 0,2% efectuado a la 1 a.m. 
 
p= 0,014  p= 0,107 
p< 0,001  






































5.1. EVALUACIÓN DE LA SUSTANTIVIDAD DE LA CLORHEXIDINA SOBRE LA 
FLORA SALIVAL APLICANDO MICROSCOPÍA DE EPIFLUORESCENCIA 
 
La determinación de los recuentos bacterianos mediante cultivos en 
placa es la metodología empleada en la mayoría de los trabajos 
publicados sobre sustantividad in vivo de la CHX sobre la flora salival 
(Moran et al, 1992; Jenkins et al, 1994; Elworthy et al, 1996; Balbuena 
et al, 1998). Sin embargo, hay autores que han cuestionado la fiabilidad 
de esta técnica, a la que atribuyen numerosos inconvenientes como: 
representar un análisis retrospectivo de la vitalidad bacteriana (Berney 
et al, 2007); el contaje se basa en la determinación del número de 
UFC/mL y no del número de bacterias individuales (Weiger et al, 1998); 
la dificultad en garantizar los requerimientos fisiológicos y metabólicos 
de una comunidad polimicrobiana (como es la flora salival) para su 
reproducción in vitro (Nadkarni et al, 2002; Biggerstaff et al, 2006); y la 
existencia de factores como los medios de transporte y de cultivo, la 
temperatura, la atmósfera y el período de incubación, que condicionan 
su reproducibilidad (Boulos et al, 1999; Lehtinen et al, 2004). Estos 
inconvenientes podrían favorecer la infraestimación de la vitalidad 
bacteriana (Boulos et al, 1999) o incluso la sobreestimación de algunos 
géneros bacterianos. Por otra parte, la heterogeneidad de las 
metodologías aplicadas (el uso de agentes neutralizantes de la CHX en 
los medios de transporte y/o cultivo, el número de diluciones seriadas, 
el tipo de población bacteriana cultivada y la aplicación de diferentes 
criterios para la interpretación de los hallazgos) (Addy et al, 1991; 
Jenkins et al, 1994; Buckner et al, 1994; Pitten y Kramer, 1999; 
Sreenivasan y Gittins, 2004b) dificulta la comparación de los resultados 
entre las diferentes series. 
 
En consecuencia, algunos autores propusieron como metodología 
alternativa para la cuantificación de poblaciones bacterianas viables, el 
empleo de la microscopía de epifluorescencia con fluorocromos 
específicos, como la solución LIVE/DEAD® BacLight™ (Boulos et al, 
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1999; Nadkarni et al, 2002). Entre las ventajas más destacables de este 
sistema se incluyen: es una técnica rápida y de fácil uso, que cuantifica 
la viabilidad bacteriana en “tiempo real” (Boulos et al, 1999); la solución 
SYTO 9/YP permite la determinación simultánea de bacterias viables y 
no-viables (Boulos et al, 1999); y la posibilidad de detectar bacterias no-
cultivables con técnicas de cultivo en placa (Joux y Lebaron, 2000; 
Berney et al, 2007).  
 
Algunos autores estudiaron la correlación de ambas técnicas 
(cultivo en placa versus microscopía de epifluorescencia con la solución 
SYTO 9/YP) para la cuantificación bacteriana en muestras de agua 
potable, obteniendo resultados heterogéneos (Boulos et al, 1999; 
Lahtinen et al, 2006). En nuestra opinión, el efecto antibacteriano 
inmediato observado con ambas técnicas microbiológicas podría ser 
interpretado de forma similar. Sin embargo, y de acuerdo con trabajos 
previos (Boulos et al, 1999; Ihalin et al, 2003), observamos que la 
técnica del cultivo en placa podría sobreestimar la sustantividad in vivo 
de la CHX, ya que detectamos un incremento significativo y progresivo 
de la viabilidad bacteriana en las diferentes muestras salivales post-
enjuague aplicando la técnica de la microscopía de epifluorescencia 
con la solución SYTO 9/YP. 
 
La ausencia de correlación entre ambas técnicas microbiológicas 
(cultivo en placa versus microscopía de epifluorescencia con la solución 
SYTO 9/YP) probablemente se debe a las diferentes características 
descritas para cada técnica. Por otra parte, algunos autores sugirieron 
que: "la membrana celular tiene una función vital en la supervivencia 
bacteriana, pero esto no implica necesariamente que una membrana 
celular intacta sea viable o cultivable" (Joux y Lebaron, 2000; Konings 
et al, 2002; Lahtinen et al, 2006) y "no está claro si las diferencias 
observadas entre ambas técnicas microbiológicas son debidas a que 
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las bacterias adoptan un estado activo pero no cultivable" (Hoefel et al, 
2003). 
 
No obstante, también existen algunos inconvenientes asociados a 
la microscopía de epifluorescencia que dificultan la cuantificación 
bacteriana, como la coagregación bacteriana (incluso después de 
homogeneizar la muestra), o la tinción de elementos celulares o de 
material contaminante (Nadkarni et al, 2002). Incluso, hay autores que 
opinan que el examen microscópico de las bacterias teñidas con la 
solución de fluorescencia es una tarea tediosa, que consume gran 
cantidad de tiempo y por tanto poco indicada para analizar un gran 
número de muestras (Singh, 2006). En este sentido, un objetivo 
interesante sería analizar si la sensibilidad de la detección bacteriana 
sobre la flora salival con la solución de fluorescencia SYTO 9/YP podría 
incrementarse con el empleo de otras técnicas de fluorescencia como 
el microscopio de barrido láser confocal, la citometría de flujo o el lector 
de microplaca de fluorescencia. Otros problemas asociados a la 
solución SYTO 9/YP incluyen: el daltonismo que afecta al 8-12% de los 
varones y casi al 1% de las mujeres (Hope et al, 2002); la posible 
influencia del estado fisiológico de la bacteria sobre las propiedades de 
la tinción (fase de crecimiento exponencial versus fase estacionaria) 
(Berney et al, 2007); un grado significativamente mayor de "fijación no-
específica" a los componentes de la muestra y mayor "fondo de 
fluorescencia" con respecto a otros fluorocromos (Biggerstaff et al, 
2006); o la detección de colores intermedios (amarillo o naranja) de 
interpretación desconocida (Berney et al, 2007). Se ha especulado que 
la presencia de estos colores intermedios podría ser consecuencia de 
grados diferentes de alteración de la membrana celular (Boulos et al, 
1999; Berney et al, 2007) o de la penetración lenta del SYTO 9 a través 
de membranas intactas (Lehtinen et al, 2004), especialmente de las 




Consecuentemente, al tratarse la microscopía de epifluorescencia 
de una técnica observador-dependiente, resulta importante la 
determinación de las correlaciones intra- e inter-observador, cuyos 
valores fueron ! 0,85. 
 
Aunque algunos autores emplearon técnicas de epifluorescencia 
para el análisis de la flora salival (Weiger et al, 1997; Weiger et al 1998; 
Ihalin et al, 2003), no hemos encontrado ningún trabajo realizado por 
otros grupos de investigación en el que se aplicara la microscopía de 
epifluorescencia y la solución SYTO 9/YP para evaluar la actividad 
antimicrobiana in vivo de la CHX sobre la flora salival, por lo que la 
comparación de nuestros resultados con los obtenidos por otros 
autores que aplicaron técnicas de cultivo en placa debe ser interpretada 
con cautela. 
 
Con la microscopía de epifluorescencia y la solución de diacetato 
de fluoresceína y bromuro de etidio, Weiger et al (Weiger et al, 1998) 
encontraron que aproximadamente el 85% de la flora salival es viable 
en condiciones basales. Estos resultados coinciden con los obtenidos 
en la presente serie (la viabilidad osciló entre el 92-93%). 
 
De acuerdo con los resultados obtenidos por algunos autores con 
el empleo de técnicas de cultivo en placa (Pitten y Kramer, 1999; 
Herrera et al, 2003), en la presente serie el UE-agua provocó un 
descenso significativo en la viabilidad bacteriana a los 30 segundos 
post-aplicación (de un 10%) aunque de carácter transitorio.  
 
Numerosos autores han constatado que UE-CHX 0,2% (10 mL/1 
minuto) provocó un efecto antibacteriano inmediato con una reducción 
#90% (#1 log10 UFC/mL) en la concentración bacteriana salival con 
respecto a los valores basales (Jenkins et al, 1991; Reynolds et al, 
1991; Simonsson et al, 1991; Moran et al, 1992; Moran et al, 1995) y su 
Discusión 
135 
sustantividad persiste como mínimo hasta 7 horas post-aplicación, con 
una reducción #90% (#1 log10 UFC/mL) (Jenkins et al, 1991; Reynolds 
et al, 1991; Moran et al, 1992; Moran et al, 1995). En la presente serie, 
el UE-CHX 0,2% provocó un descenso inmediato en el porcentaje de 
bacterias viables (#90%) y esta actividad antimicrobiana fue detectable 
hasta 7 horas post-aplicación (la reducción de la viabilidad fue del 14%). 
A diferencia de los resultados obtenidos en estudios previos basados 
en técnicas de cultivo en placa (Jenkins et al, 1991; Reynolds et al, 
1991; Moran et al, 1992; Moran et al, 1995), en la presente serie se 
detectó una recuperación significativa de la viabilidad bacteriana en 
todas las tomas salivales post-enjuague en comparación a la obtenida a 
los 30 segundos tras la aplicación de la CHX al 0,2%.  
 
5.2. EVALUACIÓN DE LA SUSTANTIVIDAD DE LA CLORHEXIDINA SOBRE LA 
FLORA SALIVAL Y EL BIOFILM DE PLACA DENTAL 
 
Con respecto al tipo de aparato removible aplicado para recoger la 
placa dental supragingival, se han propuesto diferentes diseños que 
van desde el “Leeds in situ device” -un anillo de nailon con un sustrato 
de esmalte- (Wood et al, 1999; Wood et al, 2000; Watson et al, 2005; 
Robinson et al, 2006), a las férulas con muelles mandibulares 
bilaterales (Palmer et al, 2003; Diaz et al, 2006; Palmer et al, 2006; 
Chalmers et al, 2007). Las férulas de acrílico individualizadas han sido 
un recurso utilizado por numerosos autores (Arweiler et al, 2004; 
Auschill et al, 2001; Auschill et al, 2004; Auschill et al, 2005; Al-Ahmad 
et al, 2007; Arweiler et al, 2008). En el presente estudio también 
elaboramos férulas individualizadas, pero con un diseño particular para 
evitar el contacto y la alteración de la estructura del biofilm durante las 
maniobras de remoción y reposición de la férula (Tomás et al, 2010b). 
 
Los sustratos sólidos más empleados en los estudios publicados 
sobre B-PD son el esmalte humano (Netuschil et al, 1998; Wood et al, 
2000; Auschill et al, 2001; Palmer et al, 2003; Chalmers et al, 2007), el 
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esmalte y la dentina bovinos (Zaura-Arite et al, 2001; Al-Ahmad et al, 
2007; Arweiler et al, 2008; Jung et al, 2010), la hidroxiapatita (Gu et al, 
2005) y el vidrio pulido (Netuschil et al, 1998; Arweiler et al, 2004; 
Auschill et al, 2004; Auschill et al, 2005; Dige et al, 2009a). A pesar de 
que la rugosidad de la superficie del sustrato y su energía libre se 
consideran factores importantes para el crecimiento in vivo del B-PD 
(Auschill et al, 2004), Netuschil et al (Netuschil et al, 1998) no 
encontraron grandes diferencias en el grosor de un B-PD de 2 días 
formado sobre discos de esmalte o de vidrio. En estudios preliminares 
para establecer el diseño metodológico del presente trabajo, 
comprobamos que no existían diferencias significativas en el grosor ni 
la viabilidad bacteriana de un B-PD de 2 días, cuando utilizamos discos 
de vidrio o de hidroxiapatita. Sin embargo, cuando incorporamos discos 
de vinilo, el grosor del B-PD aumentó significativamente, pero a 
expensas de una masa hipocelular difícilmente valorable (datos no 
mostrados). Además, algunos autores recomiendan el uso de vidrio 
para evitar posibles alteraciones ópticas debidas a la conocida 
autofluorescencia del esmalte (Netuschil et al, 1998; Dige et al, 2007). 
Basándonos en esta propuesta y en nuestros resultados preliminares, 
en la presente investigación utilizamos discos de vidrio para analizar el 
crecimiento in vivo de un B-PD de 2 días.  
 
En la mayoría de los artículos sobre B-PD, el tiempo durante el 
cual el aparato removible se mantiene en la cavidad oral es, en general, 
de 24-48 horas (Netuschil et al, 1998; Zaura-Arite et al, 2001; Arweiler 
et al, 2004; Auschill et al, 2004; Auschill et al, 2005), aunque 
dependiendo del B-PD que se pretenda analizar existe un rango muy 
amplio de temporalización que va desde 4 horas (Konishi et al, 2003; 
Palmer et al, 2003; Diaz et al, 2006; Palmer et al, 2006) hasta 7 días 




Auschill et al (Auschill et al, 2004) demostraron que el grosor 
medio de un B-PD de 48 horas no se alteraba por la posición del 
aparato removible dentro de la cavidad oral (región vestibular maxilar vs 
región vestibular mandibular) ni por la posición del disco (distal vs 
mesial; derecha vs izquierda). Además, Arweiler et al (Arweiler et al, 
2004) observaron que en un B-PD de 48 horas, la localización del disco 
tampoco afectaba a los valores medios de vitalidad ni al patrón de 
viabilidad bacteriana. En estudios preliminares para establecer el 
diseño metodológico del presente trabajo, comprobamos que no 
existían diferencias significativas en el grosor ni la viabilidad bacteriana 
de un B-PD de 2 días, entre los discos colocados en el lado izquierdo y 
en el derecho, así como entre los situados en áreas posteriores 
(molares) y anteriores (canino-premolares). Sin embargo, cuando la 
zona expuesta del disco correspondía a vestibular, el grosor y la 
celularidad eran mayores que en los expuestos hacia lingual (datos no 
mostrados). Basándonos en la literatura previa y en nuestros resultados 
preliminares, en el presente trabajo diseñamos férulas individualizadas 
para el maxilar inferior que contenían varios discos con el área de 
lectura expuesta hacia vestibular; éstos se analizaron alternativamente 
de derecha a izquierda y en dirección disto-mesial. 
 
Netuschil et al (Netuschil et al, 1998) sugirieron que el grosor del 
B-PD depende de cada sujeto y de la edad de la placa. Esta gran 
variabilidad interindividual en el grosor del B-PD ha sido posteriormente 
constatada por numerosos autores (Auschill et al, 2001; Auschill et al, 
2004; Dige et al, 2009a). Esta observación también se corroboró en el 
presente trabajo, en el que el valor medio del grosor del B-PD fue de 20 
"m con un rango comprendido entre 11,75 "m y 33,00 "m. En este 
sentido, Auschill et al (Auschill et al, 2001) afirmaron que el grosor del 





En estudios previos realizados in situ, los valores medios de 
viabilidad bacteriana del B-PD de 2 y 3 días oscilaron entre 60 y 77%, 
respectivamente (Arweiler et al, 2004; Auschill et al, 2005; von Ohle et 
al, 2010). Del mismo modo, en el presente trabajo, la viabilidad media 
del B-PD fue del 77-78%. Es difícil establecer un patrón general de 
distribución de la vitalidad bacteriana, ya que se han descrito 
diferencias inter-individuales sustanciales (Zaura-Arite et al, 2001; von 
Ohle et al, 2010). En este sentido, entre los participantes del presente 
estudio, también encontramos diferencias en la viabilidad del B-PD, 
cuyos valores extremos fueron 62% y 94%. Sin embargo, Arweiler et al 
(Arweiler et al, 2004) sugirieron que el ambiente ecológico es 
relativamente constante y describieron diferentes patrones de identidad 
microbiana. En nuestra serie, a pesar de la gran variabilidad detectada 
en la distribución de la vitalidad bacteriana, se pudo identificar un 
patrón característico, con un porcentaje bajo de viabilidad en las capas 
más próximas al sustrato, que va aumentando hacia las capas más 
altas. Éste se corresponde con uno de los patrones descritos por 
Arweiler et al (Arweiler et al, 2004), en el que sobre las bacterias de la 
capa basal se superponen nuevas bacterias vivas o proliferan algunas 
bacterias aún vitales o cultivables, formando una nueva capa de B-PD 
vital. Este hallazgo confirma la importancia del material celular muerto 
en los estadios iniciales del acúmulo y desarrollo del B-PD, 
favoreciendo particularmente su crecimiento y protegiéndolo de los 
agentes antimicrobianos del medio oral (Netuschil et al, 1998; Auschill 
et al, 2001). 
 
En contra de la idea -basada en estudios in situ utilizando 
microscopía electrónica- de que el biofilm tenía una arquitectura 
compacta (Listgarten et al, 1975; Listgarten, 1976; Nyvad y Kilian, 
1987), el análisis mediante CLSM del B-PD in situ confirmó un modelo 
de arquitectura abierta y heterogénea, con un sistema complejo de 
canales y oquedades (Wood et al, 2000; Auschill et al, 2001; Zaura-
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Arite et al, 2001; Auschill et al, 2004; Arweiler et al, 2004). Auschill et al 
(Auschill et al, 2001), describieron además unas “oquedades no teñidas 
con morfología de burbujas”, presumiblemente rellenas de matriz 
extracelular. En el presente estudio, el B-PD de 2 días presentó un 
modelo de arquitectura abierta y heterogénea en más del 90% de las 
muestras (especialmente en las capas superficial y en contacto con el 
sustrato), con presencia de canales y oquedades en un 30% de las 
mismas (especialmente en las capas intermedias) y estructuras tipo 
“burbuja” en al menos un 40% de las muestras (especialmente en las 
capas intermedias). 
 
Aunque se han publicado numerosos trabajos sobre la actividad 
antimicrobiana de la CHX sobre el biofilm in vitro (Kinniment et al, 
1996b; Wilson et al, 1996; Pratten et al, 1998a; Wilson et al, 1998; 
Pratten y Wilson ,1999; Hope y Wilson, 2004), los estudios in situ sobre 
los efectos de los agentes antimicrobianos en el B-PD, en intervalos de 
tiempo definidos, aplicando CLSM y técnicas de viabilidad bacteriana, 
son muy escasos. Estos trabajos pueden analizarse diferenciando entre 
los que evalúan el efecto antimicrobiano de una aplicación única 
(Zaura-Arite et al, 2001; von Ohle et al, 2010) y aquéllos que cuantifican 
el efecto antimicrobiano de múltiples aplicaciones (Auschill et al, 2005; 
Arweiler et al, 2008).  
 
Hasta la fecha, sólo hemos encontrado 2 trabajos en los que se 
haya estudiado in situ el efecto antimicrobiano de la CHX sobre el B-PD 
después de una única aplicación y en ambos casos el tratamiento se 
practicó ex vivo (Zaura-Arite et al, 2001; von Ohle et al, 2010). Zaura-
Arite et al (Zaura-Arite et al, 2001) fueron los primeros autores que 
analizaron dicho efecto con CHX al 0,2%, empleando como sustrato 
discos de dentina bovina que se sumergían en el antiséptico y en suero 
salino (solución control). Estos autores concluyeron que con la CHX se 
obtenían efectos bactericidas pequeños y superficiales sobre el B-PD, 
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sólo cuando su grosor no superaba las 65 "m. Cabe destacar, que los 
participantes en este estudio se cepillaban los dientes dos veces al día 
(sin los aparatos intraorales) con una pasta de FNa (Zaura-Arite et al, 
2001) y esto pudo constituir un importante sesgo metodológico. En el 
presente trabajo, UE-agua provocó un aumento significativo de la 
viabilidad bacteriana (en torno a un 11% a los 30 segundos después del 
enjuague), lo que podría expresar un posible “efecto de lavado” del 
material celular muerto. En estudios preliminares para establecer el 
diseño metodológico del presente trabajo, comprobamos que la eficacia 
de la CHX al 0,2% en términos de grosor y de viabilidad bacteriana de 
un B-PD de 2 días, era mayor cuando se aplicaba en enjuague que al 
sumergir los discos (datos no mostrados). Von Ohle et al (von Ohle et al, 
2010) examinaron el efecto antimicrobiano del tratamiento con CHX al 
0,2% durante 1 y 10 minutos, sobre la flora bacteriana de un B-PD de 3 
días enriquecido con sacarosa. En este trabajo, la CHX redujo 
significativamente la viabilidad bacteriana. En concordancia con estos 
resultados, en la presente serie el enjuague con CHX al 0,2% durante 
30 segundos redujo significativamente la viabilidad del B-PD (78% en 
condiciones basales versus 5% a los 30 segundos de la aplicación de 
CHX).  
 
Se ha sugerido que la “penetración” del agente antimicrobiano 
condiciona de forma importante su actividad en los B-PD in situ, cuando 
se analiza el efecto de una única aplicación (Arweiler et al, 2008). En el 
presente estudio, la CHX al 0,2% inactivó las bacterias desde la 
superficie del B-PD hasta la capas más próximas al sustrato, 
demostrando una eficacia similar en todas las regiones analizadas del 
B-PD, en contra de los resultados obtenidos por otros autores (Zaura-
Arite et al, 2001; von Ohle et al, 2010). El ritmo y extensión de 
penetración del agente antimicrobiano depende de factores como la 
estructura y la composición del biofilm (Wood et al, 2000; Watson et al, 
2005), y fundamentalmente de su grosor (Stewart, 2003), así como de 
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las características físico-químicas del soluto (Wood et al, 2000; Watson 
et al, 2005). Otro aspecto relevante es la penetración del soluto durante 
períodos de exposición breves (inferiores a 2 minutos), un factor 
todavía relativamente inexplorado (Watson et al, 2005). Von Ohle et al 
(von Ohle et al, 2010), emplearon un modelo de difusión simple para 
calcular las concentraciones de CHX en función de la profundidad y del 
tiempo de aplicación sobre un B-PD in situ de 3 días. Estos autores 
estimaron que aplicando CHX al 0,2% durante 1 minuto se consigue 
una concentración de CHX clínicamente relevante (0,1% o mayor) 
hasta una profundidad de 70 "m, mientras que si el grosor del biofilm 
se reduce a 30 "m, sólo se tardaría 12 segundos en alcanzar una 
concentración de CHX del 0,1% en la capa interna, lo cual podría 
justificar los resultados obtenidos en el presente estudio sobre la 
actividad antimicrobiana de la CHX al 0,2% en un B-PD de 2 días (con 
un grosor de B-PD limitado). 
 
No hemos encontrado ningún trabajo en la literatura sobre el 
efecto antimicrobiano en el B-PD de una única aplicación de CHX, en 
términos de sustantividad del antiséptico y grosor del B-PD. En la 
presente serie, la actividad antimicrobiana de la CHX al 0,2% era 
todavía detectable 7 horas después del enjuague, momento en el cual 
la reducción de la viabilidad aún era del 46%. Se detectó una 
recuperación significativa de la viabilidad bacteriana en las muestras de 
biofilm recogidas post-enjuague a las 3, 5 y 7 horas, en comparación 
con la viabilidad a los 30 segundos después del enjuague con CHX 
(especialmente en la capa interna de biofilm a las 7 horas). Con 
respecto a la influencia de un enjuague de CHX al 0,2% sobre el grosor 
del B-PD, las mayores reducciones significativas con respecto a la 
basal se detectaron a las 5 y 7 horas después de la aplicación del 
antiséptico. El grosor medio del B-PD tras UE-CHX al 0,2% fue 
significativamente menor que el observado al efectuar UE-agua (a las 5 
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y 7 horas post-enjuague), lo que podría sugerir un posible efecto 
antiplaca derivado de una única aplicación del antiséptico. 
 
Se ha sugerido, que el test de fluorescencia que emplea SYTO 
9 y YP puede ser particularmente útil para analizar simultáneamente, 
en diferentes ecosistemas orales, el efecto de los antimicrobianos que 
alteran la integridad de la membrana citoplasmática (Tomás et al, 2009). 
Sin embargo, hasta la fecha no hemos encontrado ningún estudio en la 
literatura en el que se compare la sustantividad de la CHX en el B-PD y 
en saliva. En la técnica de microscopía de epifluorescencia empleada 
para el análisis de la flora salival, los valores de las correlaciones intra- 
e inter-observador fueron > 0,85. En situación basal, la viabilidad 
bacteriana del B-PD fue significativamente menor a la detectada en la 
flora salival, con una diferencia en el porcentaje de bacterias viables del 
15% (77-78% y 92-93%, respectivamente). 
 
Numerosos autores han demostrado que las bacterias que 
crecen in vitro en el grosor de un biofilm estructurado, pueden llegar a 
ser entre 10 y 1000 veces más resistentes a los tratamientos 
antimicrobianos que las que se desarrollan en fase planctónica 
(Costerton et al, 1995; Wilson et al, 1996; Pratten y Wilson, 1999; 
Palmer, 2010). En el presente estudio, las bacterias que proliferaron 
durante 2 días in situ formando el B-PD resultaron menos susceptibles 
al enjuague de CHX al 0,2% que aquéllas presentes en la flora salival; 
el porcentaje de viabilidad bacteriana a los 30 segundos fue de 5 y 1%, 
respectivamente. Sin embargo, el enjuague de CHX al 0,2% mostró una 
mayor sustantividad en el B-PD de novo que en la flora salival a las 5 y 
7 horas después de la aplicación de la CHX (porcentajes de viabilidad 
del 25 y 32% vs 55 y 77%, respectivamente). Este hecho podría estar 
relacionado con el ritmo de crecimiento especialmente lento del B-PD 
(Nickel et al, 1985; Gristina et al, 1987; Costerton et al, 1999; Aparna y 
Yadav, 2008) o por la presencia de una arquitectura abierta del B-PD in 
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situ (Wood et al, 2000). En este sentido, aunque se ha asumido que las 
bacterias muertas y la generación de sustancias exopoliméricas 
impiden la rápida penetración de los antimicrobianos a través del 
biofilm, algunos autores sostienen que el B-PD podría tener cierta 
función de reservorio para los agentes antimicrobianos (van der Mei et 
al, 2006). 
 
5.3. INFLUENCIA DEL RITMO CIRCADIANO EN LA SUSTANTIVIDAD DE LA 
CLORHEXIDINA SOBRE LA FLORA SALIVAL Y EL BIOFILM DE PLACA DENTAL  
 
A partir del trabajo publicado por Schiött et al en 1970 (Schiött et al, 
1970), la comunidad científica asumió que: "La sustantividad de la CHX 
persiste hasta las 12-14 horas después de su aplicación". Sin embargo, 
las series en las que se determinó la sustantividad in vivo de la CHX 
sobre la flora salival o el B-PD transcurridas más de 7 horas post-
aplicación de este antiséptico son escasas, y la mayoría se limitaron a 
analizar muestras recogidas a las 24 horas post-aplicación (Addy y 
Wright, 1978; Dahlén, 1984; Netuschil et al, 1989). Con la finalidad de 
aportar resultados a este respecto, en el presente estudio se determinó 
la sustantividad in vivo de la CHX al 0,2% sobre ambos ecosistemas 
(flora salival y B-PD) a las 8, 10 y 12 horas después de realizar un 
único enjuague con este antiséptico. 
 
Como ya hemos señalado, la solución de fluorescencia SYTO 
9/YP se ha considerado especialmente útil para analizar la actividad 
antimicrobiana de la CHX (Hope y Wilson, 2004; Filoche et al, 2007). 
En base a los resultados de nuestro grupo, que demostraron que la 
microscopía de epifluorescencia empleando esta tinción dual es una 
técnica eficaz para cuantificar la actividad antibacteriana de la CHX 
sobre la flora salival en “tiempo real” (Tomás et al, 2009), éste fue uno 
de los recursos técnicos empleados en el presente estudio. Al ser 
considerada una técnica observador-dependiente (Tomás et al, 2009), 
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resulta importante la determinación de las correlaciones intra- e inter-
observador, cuyos valores en el presente trabajo fueron > 0,9. 
 
En la presente serie, la CHX al 0,2% ejerció una importante 
acción antimicrobiana, ya que en comparación con los valores basales 
previamente descritos (Tomás et al, 2009), esta actividad persistió 
hasta las 10-12 horas post-aplicación con una reducción de la viabilidad 
del 19% para el ENJ-CHX-diurno y del 33% para el ENJ-CHX-nocturno. 
Probablemente estos resultados estén condicionados por las férulas 
porta-discos que llevaban los participantes, ya que éstas pueden 
favorecer la retención de la CHX, como se ha demostrado en los 
pacientes con prótesis removibles (Bonesvoll y Olsen, 1974), y por 
consiguiente potenciar su efecto antibacteriano. A diferencia de los 
resultados obtenidos en estudios previos basados en técnicas de 
cultivo en placa (Jenkins et al, 1991; Reynolds et al, 1991; Moran et al, 
1992; Moran et al, 1995), y coincidiendo con investigaciones previas 
realizadas por nuestro grupo (Tomás et al, 2009; Cousido et al, 2010), 
en la presente serie se detectó una recuperación progresiva de la 
viabilidad bacteriana en las tomas salivales conforme se incrementaba 
el número de horas transcurridas desde la realización del enjuague con 
CHX (8 horas vs 10 horas vs 12 horas), que resultó estadísticamente 
significativa en la mayoría de las comparaciones. 
 
Se ha demostrado que la retención de la CHX en la cavidad oral 
está condicionada por factores extrínsecos asociados al enjuague 
(Bonesvoll y Olsen, 1974). Sin embargo, no hemos encontrado ningún 
trabajo en la literatura sobre la influencia del momento de aplicación del 
enjuague (día vs noche) en la sustantividad in vivo de la CHX sobre la 
flora salival. En la presente serie, la duración de la actividad 
antimicrobiana sobre la flora salival después del ENJ-CHX-diurno fue 
significativamente más corta que la originada por el ENJ-CHX-nocturno 
(las diferencias en los porcentajes de viabilidad bacteriana oscilaron 
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entre 37% a las 8 horas post-aplicación y 26% a las 12 horas post-
aplicación). En nuestra opinión, la mayor sustantividad asociada al 
ENJ-CHX-nocturno sobre la flora salival podría atribuirse al ritmo 
circadiano de secreción salival, ya que está demostrado que durante el 
sueño se produce una reducción significativa del flujo salival hasta 
hacerse prácticamente inexistente (Dawes, 1972; Dawes, 2008). Esto 
conlleva una disminución del ritmo de aclaramiento salival, lo que a su 
vez prolonga la persistencia del antiséptico residual en la saliva. Como 
consecuencia, existe una disminución de los efectos protectores de la 
saliva sobre la cavidad oral y simultáneamente un descenso en el 
aporte de nutrientes, lo que también condiciona directamente el 
crecimiento bacteriano (Craig y Stitzel, 2003; Dawes, 2008). 
 
Como ya hemos comentado previamente, la aplicación de la 
microscopía confocal, incorporando tinciones de fluorescencia, se 
considera la metodología más adecuada para estudiar in vivo la 
arquitectura y fisiología del biofilm dental, y el efecto antibacteriano de 
los antisépticos orales (Wood et al, 2000; Arweiler et al, 2004). Esta 
metodología exige el crecimiento previo del biofilm sobre un sustrato 
específico, que se incorpora a un aparato removible intraoral de diseño 
variable (Wood et al, 2000; Arweiler et al, 2004; Sreenivasan et al, 
2004; Watson et al, 2005). Al igual que en trabajos previos 
desarrollados por nuestro grupo (Tomás et al, 2010b), en el presente 
estudio, elaboramos férulas individualizadas adaptadas a la arcada 
inferior de cada participante, en las que incorporamos discos de vidrio 
como sustrato sólido y soporte del B-PD. 
 
En la literatura revisada no hemos encontrado ningún estudio in 
vivo en el que se determine el efecto antibacteriano de la CHX al 0,2% 
sobre la placa bacteriana “no desestructurada”. Recientemente, nuestro 
grupo evaluó el efecto inmediato y la sustantividad in vivo hasta 7 horas 
después de la aplicación de un único enjuague de CHX al 0,2% (10 
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mL/30 segundos) sobre el biofilm intacto de 48 horas. En contraste con 
la viabilidad basal (77-78%), las frecuencias detectadas en las 
posteriores determinaciones post-enjuague resultaron 
significativamente inferiores (a los 30 segundos= 5%, a la hora= 16%, a 
las 3 horas= 36%, a las 5 horas= 25% y a las 7 horas= 32%). En 
consonancia con estos resultados, en la presente serie, a las 8 horas 
post-enjuague se detectó un porcentaje de viabilidad en torno al 36-
40%, persistiendo este efecto antibacteriano constante hasta 12 horas 
después de la aplicación de la CHX. A diferencia de lo que acontece en 
la flora salival, en el biofilm no se detectó una recuperación progresiva 
del ecosistema ni diferencias en la viabilidad entre los 2 tipos de 
enjuagues de CHX aplicados (ENJ-CHX-diurno vs ENJ-CHX-nocturno), 
lo que permite ratificar la especulación planteada por autores previos 
sobre la posible función reservorio asociada a la estructura del biofilm 
“de novo” (van der Mei et al, 2008). En contraste con el grosor medio 
del biofim de 48 horas, previamente descrito por nuestro grupo, en la 
presente serie estos valores fueron inferiores, lo que podría sugerir un 
cierto “efecto anti-placa” después de practicar un único enjuague de 
CHX e independiente del momento de aplicación (diurna vs nocturna).  
 
Aunque se ha afirmado que la actividad antibacteriana de la CHX 
sobre la flora salival no es extrapolable a su acción sobre las bacterias 
presentes en la placa bacteriana (Netuschil et al, 1989), la saliva 
representa un “medio de diseminación” de los microorganismos orales 
de un nicho ecológico a otro (Collaert et al, 1992). Sekino et al (Sekino 
et al, 2003) demostraron que la concentración de bacterias salivales 
presentes después de la aplicación de diferentes protocolos de CHX 
puede condicionar los niveles de placa bacteriana durante las primeras 
fases de su formación. A pesar de la interconexión existente entre 
ambos ecosistemas y la importancia de su estudio, muy pocos autores 
han investigado simultáneamente la actividad antibacteriana ejercida 
después de una única aplicación de CHX al 0,2% sobre la saliva y otras 
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biopelículas orales (Sreenivasan y Gittins, 2004a). En consonancia con 
los resultados previos descritos por nuestro grupo, en la presente serie 
los porcentajes de viabilidad bacteriana detectados a las 8, 10 y 12 
horas después del ENJ-CHX-diurno fueron significativamente 
superiores en la flora salival que en el B-PD. Por el contrario, después 
del ENJ-CHX-nocturno el porcentaje de viabilidad a las 8 horas post-
aplicación fue significativamente inferior en la flora salival que en el B-





































1ª. La microscopía de epifluorescencia con la solución LIVE/DEAD® 
BacLight™ es un método eficaz que permite la cuantificación en 
“tiempo real” de la viabilidad bacteriana de la flora salival y que 
podría resultar particularmente útil para evaluar el efecto de 
determinados agentes antimicrobianos en diferentes ecosistemas 
orales simultáneamente. 
 
2ª. El biofilm de placa dental “no desestructurado” de 48 horas de 
evolución es más resistente que la flora salival a la acción 
antibacteriana inmediata de un único enjuague de clorhexidina al 
0,2%. Sin embargo, la sustantividad de la clorhexidina en el biofilm 
de placa dental es mayor que en la saliva, lo que confirma el ritmo 
de crecimiento especialmente lento y la posible influencia de la 
arquitectura abierta del biofilm de novo. 
 
3ª. Tras la aplicación de un único enjuague de clorhexidina al 0,2%, la 
viabilidad bacteriana de la flora salival se recupera progresivamente, 
aunque es más eficaz la práctica de un enjuague nocturno. En el 
biofilm de placa dental la viabilidad bacteriana se recupera hasta 3 
horas después del enjuague y después se mantiene constante al 
menos hasta 12 horas, independientemente del momento de 
aplicación del enjuague. Estos resultados corroboran el mayor 
dinamismo fisiológico de la flora salival y la posible “función 
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